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Les traumatismes graves sont une cause principale d’hospitalisations et peuvent induire des 
handicaps physiques et psychologiques. Dans ce travail, nous nous intéressons au choc 
hémorragique (CH), défini par une perte sanguine de plus de 30% menant à une ischémie 
systémique causant de la mort cellulaire et la libération de médiateurs circulants. Parmi ces 
médiateurs, notre groupe a déjà démontré l’augmentation en circulation de l’acide urique (AU) 
après le CH et son rôle dans l’atteinte d’organes ; un effet qui est prévenu par l’utilisation d’une 
uricase, qui métabolise l’AU circulant. Notre objectif actuel est de démontrer le rôle de l’AU 
dans l’altération du système nerveux central. Pour ce faire nous utilisons un modèle murin de 
CH reperfusé avec 3 groupes expérimentaux : SHAM (contrôle), CH et CH+U (uricase IP au 
moment de la reperfusion). Nos résultats démontrent que l’altération de la perméabilité de la 
barrière hématoencéphalique (augmentation significative de la perméabilité à la fluorescéine 
de sodium (NaF)) et de l’expression de ICAM-1 après le CH peut être prévenu par 
l’administration d’uricase. Les résultats sont les mêmes pour la mesure de la 
neuroinflammation (activité de la myéloperoxidase (neutrophiles) ainsi que astrocytes et 
microglie activés) et de l’apoptose/dégérescence neuronale (caspase-3, coloration TUNEL et 
fluorojade). En conséquence à l’atteinte neuroinflammatoire et apoptotiques, nous observons 
une augmentation significative des comportements anxieux après le CH, détectés par le test 
de nage forcée, le labyrinthe en croix surélevé et l’intéraction sociale, et qui sont prévenus par 
le traitement avec uricase. En conclusion, ce projet permet de confirmer que l’AU joue un rôle 
important dans l’atteinte cérébrale et l’altération des comportements, après le CH reperfusé. 
 
Mots clés  




Polytrauma is one of the main causes of hospitalisations and can lead to physical and 
psychological handicaps. This work focuses on hemorrhagic shock (HS), defined by a blood-loss 
of at least 30%, leading to systemic ischemia, cell death and the release of various mediators 
in circulation. The importance of one of these mediators, uric acid (UA), in multiple organ 
failure after HS and the improvement by the use of an uricase, which can destroy UA, was 
already demonstrated by our lab. Our objective is to illustrate the implication of UA in central 
nervous system alterations after HS. To reach this goal, we use a murine model which is 
assigned to one of our 3 experimental groups: SHAM (control), HS and HS+U (IP injection of 
uricase at reperfusion). Our results show an altered blood-brain barrier permeability 
(significant infiltration of NaF in the brain after HS), an increased expression of ICAM-1 after 
HS and a prevention of both these results by uricase treatment. The same results are observed 
for neuroinflammation (myeloperoxidase activity (neutrophils), astrocytes and microglia) and 
for neuronal apoptosis/degeneration (caspase-3, TUNEL staining and FluoroJade staining). 
Furthermore, anxiety is increased after HS compared to SHAM but prevented with uricase 
treatment. The tests used to reach this conclusion are the elevated plus maze, the forced swim 
test and social interaction. In conclusion, this project confirms the central role of UA in brain 
lesions and subsequent behavioral alterations after resuscitated HS. 
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1 Introduction 
Les conséquences physiques et cognitives d’un traumatisme grave sur l’état de santé 
consistent en un fardeau important pour la société canadienne. Les polytraumas représentent 
plus de 200 000 hospitalisations entraînant plus de 15 000 décès. Près de 60 000 personnes 
touchées se retrouvent avec des  handicaps physiques et/ou psychologiques après ce type 
d’incident (1). Il est donc de mise d’étudier de nouvelles avenues de traitement, telle que celle 
proposée par ce travail, afin de réduire ces conséquences. 
En plus de l’atteinte tissulaire directe due au trauma, la perte importante (plus de 30%) de 
volume sanguin, appelée choc hémorragique (CH), entraîne une hypoperfusion (2) qui aggrave 
les dommages induits par le traumatisme. Le syndrome d’inflammation systémique résultant 
de la lésion tissulaire extensive (ischémie, stress, nécrose, lésion directe) (3) est secondaire à 
la libération de médiateurs endogènes en circulation par les cellules mourantes (4). Malgré 
l’identification de nombreux médiateurs circulants (cytokines, activation du complément et 
cascades pro-coagulantes) le lien biologique reliant la souffrance tissulaire à l’inflammation et 
à la perte de fonction des organes reste insuffisamment compris (5). 
Ce travail de maîtrise se concentre sur un des éléments biologiques libérés par les cellules 
apoptotiques/nécrotiques suite au CH (4,6) : l’acide urique (AU) (7). L’implication de l’AU dans 
les lésions (apoptotiques et inflammatoires) au niveau des organes (poumons et reins) a été 
préalablement démontrée par notre laboratoire (7). Le traitement ciblé afin de réduire cette 
molécule à l’aide d’une uricase, métabolisant l’AU en allantoïne (8), réduit les conséquences 
systémiques de l’hypoperfusion (7). L’objectif de ce mémoire est d’élucider l’implication de 
l’AU dans l’atteinte du système nerveux central (SNC) suite au CH; particulièrement, son 
impact sur la barrière hématoencéphalique (BHE), l’atteinte parenchymateuse cérébrale et la 
neuroinflammation. Dans cette introduction, la description des phénomènes physiologiques 
du CH, ses traitements, ainsi que ses conséquences seront d’abord présentés. Nous 
discuterons ensuite du rôle de médiateurs circulants, les alarmines, plus précisément de l’AU 
dans la défaillance d’organes mutiple (DOM). Finalement, le SNC et la barrière 
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hématoencéphalique, de même que les évidences soutenant l’hypothèse d’atteinte du SNC 
par l’AU après le CH seront présentées.  
1.1 Le choc hémorragique 
1.1.1 Description générale 
Un état de choc est défini comme une circulation sanguine insuffisante pour permettre un 
métabolisme cellulaire aérobique (9), c’est-à-dire une diminution de la perfusion sanguine, 
contenant nutriments et oxygène, au niveau tissulaire (9,10). Le syndrome clinique de choc 
hémorragique est causé par une perte sanguine importante, sous forme d’hémorragie, 
entraînant une insuffisance circulatoire (10). Le CH, souvent observé suite à un polytrauma, 
est défini comme une situation où au moins deux régions corporelles sont atteintes par des 
blessures graves (11).  Dans cette situation, le CH peut être responsable de la mortalité précoce 
ou peut contribuer secondairement à l’exacerbation de la réponse inflammatoire au niveau 
des organes (11,12). Les causes du choc hémorragique sont nombreuses, mais on retrouve 
principalement les traumatismes graves, les lésions vasculaires et les hémorragies 
abdominales (13).  
Dans un organisme vivant, le CH entraîne l’hypoxie et l’ischémie tissulaire (10). L’hypoxie est 
une diminution de la PO2 au niveau des organes (14), l’ischémie étant définie comme une 
diminution de la perfusion sanguine donc de l’apport en nutriments, inférieur aux besoins. 
Dans le cas du CH, on parle d’une ischémie systémique, touchant l’organisme entier, menant 
au transport insuffisant d’oxygène et de nutriments aux organes vitaux (15). Ces phénomènes 
entraînent des lésions cellulaires qui mènent à la libération de médiateurs circulants qui 
peuvent exacerber la réponse inflammatoire systémique et participer aux atteintes 
secondaires des organes (12).  
La gravité du CH est caractérisée selon quatre stades, en fonctions du pourcentage du volume 
sanguin perdu et des manifestations cliniques. Les stades I et II incluent des pertes sanguines 
jusqu’à 30%. Ils sont considérés comme pré-choc, car le corps peut compenser la perte 
sanguine si l’hémorragie est contrôlée. Les mécanismes de compensation à ce stade sont la 
vasoconstriction périphérique au niveau de certains organes (foie, reins, pancréas et tractus 
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gastrointestinal), afin de préserver les organes essentiels (cœur et cerveau). L’hémorragie de 
stade III est qualifiée d’état de choc et elle correspond à une perte sanguine de 30-40%. À ce 
stade, les cellules commencent à métaboliser le glucose de manière anaérobique, elles entrent 
dans un mode hypoxique. Ce type de métabolisme favorise la mort cellulaire, par apoptose ou 
nécrose, et mène à la production d’acide lactique responsable de l’acidose métabolique (16). 
La mort cellulaire augmentée par le métabolisme anaérobique peut aussi être causée par des 
dommages mitochondriaux secondaires à l’augmentation du calcium intracellulaire (17). Les 
cellules mourantes libèrent en circulation de nombreux médiateurs, dont des molécules 
associées au dommage cellulaire (DAMPs). Certains de ces DAMPs, appelés alarmines, vont 
soit activer le système immunitaire ou avoir un impact cellulaire à distance (10, 11).  Certaines 
alarmines pourraient également favoriser la mort cellulaire secondaire et l’inflammation 
systémique initiée par le CH. Si non traitée, l’hémorragie de classe III mène à une perte de 
fonction des organes vitaux parallèlement à l’acidose métabolique (9). Dans le cadre de nos 
études présentées plus loin, nous nous intéressons à cette classe d’hémorragie puisqu’elle 
entraîne des conséquences graves sur l’organisme qui peuvent être prévenues, si traitées 
adéquatement. Les hémorragies de classe IV sont terminales et correspondent à une perte de 
plus de 40% du volume sanguin circulant.  À ce stade, dans un dernier effort de survie, le corps 
sécrète une grande quantité de catécholamines entraînant une tachycardie, puis 
éventuellement la mort (16).  
Différents modèles animaux sont utilisés pour l’étude du CH reperfusé ; les deux techniques 
décrites brièvement ici sont plus fréquemment utilisées. La première technique est le retrait 
sanguin et la reperfusion contrôlés, à l’aide de la canulation de la veine fémorale. Une canule 
artérielle fémorale permet parallèlement la mesure invasive de la pression artérielle. Cette 
technique est la plus commune et a été utilisée dans des modèles de chien, de porcs et de rats 
(19–21). Afin de simuler l’hémorragie abdominale incontrôlée, une laparotomie est parfois 
utilisée dans d’autres modèles. Cette technique permet un contrôle moins étroit des 
paramètres du CH et ce dernier modèle a surtout été utilisé chez le cochon (22). Dans certains 
cas, un modèle de CH non-reperfusé par «bleeding-out » est aussi utilisé pour l’étude des 
conséquences du choc sans reperfusion (23). Pour notre projet, nous souhaitions 
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particulièrement avoir un modèle de CH réanimé avec survie, afin d’évaluer l’évolution de 
l’atteinte des organes ; nous avons donc utilisé un modèle de CH contrôlé et reperfusé à l’aide 
de canulation de la veine fémorale. 
L’intervention principale pour le traitement d’un CH, en dehors du contrôle de la source de 
l’hémorragie, est le remplacement du volume sanguin perdu, soit par des fluides ou des 
produits sanguins. Les différents types de fluides utilisés ainsi que leurs 
avantages/inconvénients sont décrit dans la section suivante. 
1.1.2 Traitements 
1.1.2.1 Remplacement du volume liquidien perdu  
Pour remplacer le volume liquidien perdu et rétablir le volume circulant lors du CH deux classes 
de fluides sont utilisées : les fluides de remplacement (cristalloïdes/colloïdes) et les produits 
sanguins (plasma, globules rouges…). L’utilisation de ces substances entraîne une expansion 
volémique, rétablir le volume circulant et du fait même l’apport d’oxygène aux tissus (24).  
Les cristalloïdes sont peu coûteux et peuvent être isotoniques ou hypertoniques (24). Les 
principaux cristalloïdes utilisés pour la reperfusion à la suite du choc hémorragique sont la 
saline normale (NS) (25), le Lactate Ringer’s (RL) (26) et la saline hypertonique (SH) (15). À 
cause des problèmes reliés à l’utilisation de la NS causant une hyperchlorémie, l’utilisation du 
RL a été fréquemment testée et présente plusieurs avantages. Une étude par Saunders et al. a 
démontré que l’utilisation de RL permet de rétablir le volume extracellulaire et d’améliorer la 
survie dans un modèle de CH chez le chien lorsque comparée avec la reperfusion 
exclusivement avec du sang (27). Une autre étude par McClelland et al, a démontré, toujours 
chez le chien, que le RL diminue l’acidose métabolique et augmente la perfusion (26). 
L’utilisation de la SH a produit des conclusions divergentes sur son efficacité avec quelques 
études démontrant ses effets bénéfiques (28–30). Nous avons donc décidé d’utiliser le RL en 




Après la réanimation liquidienne d’une hypoperfusion massive, un effet délétère, sous forme 
de lésions tissulaires, est parfois observé. Ce sont les lésions de reperfusion (LRP). Plusieurs 
approches ayant pour but de minimiser les LRPs ont été tentées, incluant l’utilisation de 
vasopresseurs favorisant la vasoconstriction et permettant de réduire la quantité de fluides 
requise afin de rétablir une pression sanguine adéquate (31–33). La prochaine section décrira 
des éléments caractérisant les LRPs et la DOM de conséquence à ces lésions. 
1.1.2.2 Effets de la reperfusion : Les lésions de reperfusion 
Le rétablissement d’un débit sanguin normal est essentiel afin d’éviter les dommages 
permanents. Cependant, la reperfusion elle-même peut favoriser les lésions tissulaires et la 
mort cellulaire par nécrose et apoptose. La nécrose arrive de manière accidentelle lorsque la 
lésion cellulaire est trop importante (34). Dans les conditions d’ischémie, la nécrose a été 
détectée dans des pathologies telles que l’infarctus du myocarde (35) et l’accident vasculaire 
cérébral (AVC) (36). De plus, la nécrose, plus précisément la nécroptose, est reconnue comme 
étant le principal type de mort cellulaire dans les LRPs(37).  
Par contre, les études préalablement faites dans notre modèle ont aussi démontré une 
implication du CH et de l’AU dans les LRPs par une activation de l’apoptose (7). Dans le cerveau, 
il a été démontré que malgré que la nécrose joue un rôle immédiat suivant une ischémie, 
l’apoptose est impliquée de manière plus tardive et pourrait avoir des conséquences à long 
terme (38). C’est pourquoi pour ce projet nous nous sommes concentrés sur les voies 
apoptotiques qui seront détaillées plus loins. D’ailleurs, les LRPs sont reconnues comme 
implicant le calcium intracellulaire, les lésions mitochondriales (17,39) et l’inflammation 
tissulaire (40) qui peuvent activer l’apoptose. La sévérité de l’ischémie est corrélée à l’intensité 
des LRPs (41). Les LRPs touchent particulièrement les cellules endothéliales (CEs) qui voient 
leur structure (distribution ionique, potentiel membranaire...) grandement altérée après la 
reperfusion (42). Les CEs sécrètent aussi des cytokines favorisant un environnement pro-
inflammatoire (43). La sensibilité particulière de l’endothélium à la présence en circulation de 
médiateurs potentiellement délétères justifie notre intérêt pour l’étude de l’impact de l’AU 
dans l’altération de la perméabilité de la BHE suite au CH. 
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1.1.3 Complications causées par les lésions de reperfusion  
Après un CH suivi d’une réanimation liquidienne, les patients touchés par des LRPs peuvent 
subir des complications entraînant dans certains cas le décès. En cas de survie (après la 
réanimation liquidienne), les complications sont la défaillance d’organe multiple (DOM) et 
l’apparition d’infections pouvant mener à la septicémie (44). Lors de la période de 
récupération, l’agitation et le dysfonctionnement cérébral sont fréquents chez les patients, 
raison pour laquelle nous nous intéressons plus particulièrement à l’atteinte du SNC (45,46).  
1.1.3.1 Défaillance d’organe  
1.1.3.1.1 Concept clinique 
La DOM se développe ultérieurement chez les patients ayant subi un CH et se définit comme 
une perte de fonction, transitoire ou permanente, au niveau d’organes essentiels à la survie 
(47). La cause principale de la DOM est la vasoconstriction au niveau des organes menant à 
une diminution de la perfusion durant la période ischémique du CH (13). De plus, l’hypoxémie 
et l’acidose métabolique causée par le métabolisme cellulaire anaérobie peuvent favoriser les 
dommages (19). D’autres phénomènes tissulaires sont également impliqués lors de la 
reperfusion (42,43). 
1.1.3.1.2 Pathophysiologie 
La DOM est déterminée par la mesure de paramètres cliniques ou de laboratoire. Six systèmes 
principaux peuvent être touchés : respiratoire, cardiovasculaire, rénal, hépatique, 
neurologique et hématologique (48). Dans ce projet, nous nous intéressons aux conséquences 
sur le SNC, donc au système neurologique. 
Suite à la réanimation d’un trauma, les larges volumes de liquides nécessaires à la reperfusion 
sont associés à un risque accru de DOM et de mortalité (44). Notre laboratoire a démontré que 
l’utilisation de vasopresseurs permet de diminuer la quantité de fluides nécessaires à la 
réanimation, sans effets délétères au niveau des poumons et des reins, mais avec un effet 
potentiellement bénéfique pour le SNC (33). 
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1.1.3.1.3 Implications des cellules endothéliales et atteinte tissulaire 
Les LRP touchent principalement l’endothélium qui constitue plus qu’une simple barrière entre 
la circulation et les tissus. L’importance de l’endothélium dans les LRP  et le développement 
de la DOM s’exprime principalement par deux éléments : la régulation de l’adhésion des 
cellules inflammatoires et l’altération de la fonction de l’oxide nitrique (NO) (49). Les molécules 
d’adhésion des cellules inflammatoires (LAMs) telles que ICAM-1 («Intercellular Adhesion 
Molecule 1») permettent l’adhésion des leucocytes, particulièrement des neutrophiles, et leur 
infiltration dans les tissus par les mécanismes de migration transendothéliale (50–52). 
L’expression d’ICAM-1 par les CEs est aussi augmentée après l’ischémie (53).  
L’ischémie mène aussi à la libération d’espèces réactives de l’oxygène (ROS) qui influencent la 
fonction du NO, gaz soluble produit par les CEs (54,55). Dans la circulation, le NO favorise la 
production de GMPc ayant diverses fonctions au sein des CEs, dont le maintien d’un 
environnement favorable à leur survie (55). Dans les grands vaisseaux, l’effet protecteur du 
NO est d’empêcher le vasospasme et de diminuer l’expression des LAMs par les CEs, diminuant 
l’infiltration des leucocytes dans la paroi et la réponse inflammatoire (56). Lorsqu’il entre en 
contact avec des ROS, le NO est détruit. Le NO peut aussi réagir avec le superoxide (une forme 
de ROS) pour créer des substances cytotoxiques (par exemple nNOS) (49). Une étude par Sordi 
et al. démontre l’implication du nNOS, formé à partir du NO, dans l’accumulation de 
neutrophiles dans les organes et l’atteinte de l’endothélium (54).  
Finalement, la DOM est également expliquée par une augmentation de l’apoptose au niveau 
des organes. Des études ont démontré de l’apoptose au niveau des poumons, des reins, du 
foie, du thymus, des intestins et de la rate suite au trauma incluant un CH (7,57). L’apoptose 





1.1.3.1.4 Rôle des médiateurs libérés 
Une cause de la DOM est la circulation de médiateurs inflammatoires (DAMPs, cytokines…) 
libérés par les cellules mourantes. Ces médiateurs sont nommés alarmines, car ils alertent le 
système immunitaire, favorisant ainsi son activation (4). De nombreuses alarmines ont des 
fonctions physiologiques au sein des cellules et sont libérées en circulation par la mort 
cellulaire devenant des médiateurs circulants (58). Le rôle pro-inflammatoire de certaines 
alarmines peut être expliqué par leur liaison aux récepteurs TLR4 (« Toll-Like Receptors-4 ») 
exprimés par les cellules du système immunitaire et les cellules endothéliales (18,54). Étant 
donné son potentiel à créer des lésions cellulaires  et la description de son effet néfaste sur les 
organes dans d’autres situation médicales (i.e le syndrome de lyse tumorale, la goutte), nous 
nous sommes intéressés particulièrement à l’acide urique (60). Depuis plusieurs décennies, 
l’augmentation précoce de la circulation plasmatique d’AU dans les modèles de CH a été 
décrite (61,62) et son potentiel pro-inflammatoire suite à des lésions tissulaires est élevé 
(6,63–65). 
1.2 Notre alarmine d’intérêt : l’acide urique  
1.2.1 Définition 
L’acide urique (AU) est issu du métabolisme des purines (66). Les purines proviennent de 
diverses sources endogènes ou exogènes. Les organes (endogène), source de purines, sont le 
foie, les intestins, les muscles, les reins et l’endothélium. La principale source exogène de 
purines est les protéines animales (67). À forte concentration, l’AU peut former des cristaux 
impliqués dans diverses pathologies telles que la goutte et les pierres aux reins (68,69). Par 
contre, l’acide urique soluble peut aussi avoir des effets pro-inflammatoires (70–72). Des 
associations épidémiologiques sont également décrites entre une concentration élevée d’AU 
circulant et divers syndromes métaboliques (73) et maladies cardiovasculaires (66).  
Cependant, son effet le plus dévastateur est connu chez les patients traités pour des tumeurs 
hématologiques et développant un syndrome de lyse tumorale (60,74,75). Dans le syndrome 
de lyse tumorale, on observe une mort cellulaire massive au niveau des tumeurs entraînant 
l’augmentation de la circulation d’AU et de la dysfonction d’organes (74). 
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1.2.2 Métabolisme 
Chez l’animal, l’enzyme urate oxidase (UO) est responsable du métabolisme de l’AU en 
allantoïne, un métabolite inoffensif pour l’organisme (67). Chez l’humain, UO a été perdue au 
cours de l’évolution (76), ce qui lui confère un avantage évolutif (77). Ces avantages chez 
l’humain sont une augmentation du stockage des lipides favorisée par l’AU et sa fonction 
comme antioxydant puissant (78). En l’absence d’UO, le principal mécanisme d’élimination de 
l’AU chez l’humain se fait par excrétion rénale au 2/3 et par l’intestin (67). 
Le traitement ciblé contre l’AU utilisé dans ce projet est la rasburicase (Sanofi-Aventis Canada 
Inc., Canada) une version recombinante de l’enzyme UO. La dégradation de l’AU en allantoïne 
à l’aide de la rasburicase permet son excrétion plus rapide (8). La rasburicase est déjà utilisée 
dans le syndrome de lyse tumorale afin de contrecarrer la libération massive d’AU en 
circulation (79). Nous avons choisi d’utiliser la rasburicase puisqu’elle agit directement et 
spécifiquement sur l’AU, en comparaison à l’allopurinol qui est fréquemment utilisé pour le 
traitement de l’hyperuricémie. En effet, l’allopurinol est un inhibiteur de la xanthine oxidase, 
une enzyme essentielle à la production d’AU. L’allopurinol vient donc diminuer la production 
d’AU et sa circulation, mais doit être donné de manière préventive ce qui serait peu réaliste 
dans le contexte clinique du CH (67,80). En effet, la rasburicase, étant une enzyme spécifique, 
peut être donnée au moment de la reperfusion et tout de même avoir son effet de réduire 
l’AU circulant. 
1.2.3 Rôle dans l’organisme 
Pendant une longue période, on croyait que l’AU était un métabolite inoffensif du 
métabolisme des purines. Cependant, ses fonctions physiologiques ont été rapportées comme 
ayant deux faces de la médaille, une antioxydante et une prooxydante avec un rôle dans 
l’initiation de la réponse inflammatoire (66,81). 
1.2.3.1 Antioxydant  
L’acide urique est considéré comme un antioxydant, car il a la capacité de capter efficacement 
les ROS réduisant ainsi le stress oxydatif (82). En tant qu’antioxydant les effets bénéfiques de 
l’AU sont évoqués dans plusieurs pathologies particulièrement celles du SNC. Par exemple, 
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après un accident vasculaire cérébral (AVC) une concentration d’AU circulant augmentée est 
associée avec une diminution des séquelles neurologiques (83). Il est possible que la libération 
de ROS et le stress oxydatif après l’AVC entraînent une réponse inflammatoire accrue (84). 
Étant-donné que le SNC est étroitement protégé par la BHE, il a accès à peu d’agents 
antioxydants (85), la circulation d’AU pourrait donc réduire les ROS au niveau cérébral. Cela 
est surprenant, car en situation d’homéostasie l’AU ne passe pas la BHE (86). Une autre étude 
in vitro, sur des cultures de neurones traités avec l’AU, a démontré que l’AU atténue le stress 
oxydatif. Dans la même étude, l’administration d’AU est associée avec une diminution de la 
taille d’infarctus causé par l’AVC (87). Ceci n’étant que des associations, la relation de cause à 
effet n’est pas démontrée. À l’opposé, certaines études épidémiologiques ont aussi démontré 
qu’une augmentation de l’AU circulant est associée à un mauvais pronostic après l’AVC (88). 
Une autre condition, où l’AU semble bénéfique pour le SNC, est la sclérose en plaque, une 
maladie neurodégénérative. Dans un modèle de sclérose en plaques chez la souris, le 
traitement avec l’AU diminue les dommages cérébraux et du fait même les risques de paralysie 
(89). Il semble également que l’AU aide au maintien de l’intégrité de la BHE dans cette 
pathologie chronique, en venant éliminer les ROS participant à sa destruction (90).  
1.2.3.2 Agent prooxydant 
Dans d’autres conditions, l’AU est un agent prooxydant (produisant des ROS) très puissant, 
donc nuisible pour le corps humain. En effet, dans le syndrome métabolique, le diabète de 
type II et l’hypertension artérielle, l’AU circulant élevé est considéré comme un facteur 
aggravant à cause de son rôle prooxydant (91). Lorsque mis en contact avec des substances 
contenant des éléments monooxygénés, l’AU peut produire des ROS (92). Il a été démontré 
que l’AU peut oxyder les lipides LDL (« low-density lipoprotein ») en présence d’autres 
substances prooxydantes et que l’environnement hydrophobe généré par les lipides entraîne 
une diminution de l’effet antioxydant de l’AU (93).  
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1.2.3.3 Implication de l’AU dans la réponse inflammatoire 
Un autre effet négatif, non-négligeable, de l’AU est son effet pro-inflammatoire. L’AU est 
reconnu comme une substance pro-inflammatoire libérée par les cellules nécrotiques et 
apoptotiques (94–96). Même sous sa forme soluble, l’AU joue divers rôles pro-inflammatoires 
en activant le système immunitaire (65,70,71). Il est impliqué dans l’activation de la voie NfkB 
(71). Cependant, le mécanisme intracellulaire le mieux décrit au niveau des cellules 
immunitaires est l’activation par l’AU de l’inflammasome [NLRP3](71). Ce dernier est formé 
d’un regroupement de protéines, dont la caspase-1 (C1), qui, lorsqu’activée, mènent à la 
production d’IL-1β et d’IL-18, deux cytokines pro-inflammatoires (97–99). Un partie de 
l’activation se fait par le biais du récepteur TLR4, menant au clivage de la pro-IL-1β en IL-1β 
par la C1 (99–101).  
Dans notre modèle murin de CH, nous avons démontré que la destruction de l’AU circulant 
libéré après le CH, à l’aide d’une uricase, prévient l’apoptose et l’inflammation au niveau des 
reins et des poumons (7).  
La littérature décrit fréquemment un polytrauma comme une combinaison de CH et un 
traumatisme crânio-cérébral (TCC)(3); des conséquences cognitives sont souvent observées 
chez ces patients (102). Afin d’étudier le rôle de l’AU dans ses phénomènes, nous nous sommes 
concentrés sur le système limbique (SL) à cause de son implication particulière dans la 
régulation des comportements anxieux. 
1.3  Le système limbique 
Le système limbique est la région du cerveau qui est responsable de la régulation des émotions 
et de la mémoire. Le système limbique comprend entres autres l’amygdale (A) et l’hippocampe 
(H) (103). Pour ce projet, nous nous sommes intéressés spécifiquement à ces deux régions à 
cause de leur implication dans le développement de l’anxiété et la dépression ainsi que leur 
sensibilité particulière à l’ischémie. En effet, une augmentation de l’anxiété et de la dépression 
est décrite chez les patients ayant subi un AVC touchant ces régions (104).  
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1.3.1 Implication du système limbique dans l’anxiété et la dépression 
Une atteinte du système limbique par la réponse inflammatoire et l’apoptose se traduit par 
une augmentation de l’anxiété qui est à la base de la majorité des problèmes de santé mentale 
et de dépression (105). L’anxiété est une réponse comportementale normale de l’organisme 
ayant pour but d’assurer sa survie, mais qui, lorsque maintenue de manière chronique, peut 
devenir néfaste (106). Un marqueur plasmatique de l’anxiété est la corticostérone, une 
substance de la famille des glucocorticoïdes qui est sécrétée par le cortex surrénalien en 
réponse à des situations physiologiquement ou psychologiquement stressantes (107). En effet, 
l’administration extrinsèque de corticostérone augmente l’anxiété dans un modèle murin 
(108).  
Deux régions du système limbique sont reconnues pour leur implication dans l’initiation de 
l’anxiété : l’amygdale et l’hippocampe.  
La région la plus impliquée dans le développement de comportements anxieux est l’amygdale. 
Le neurotransmetteur (NT) le plus important dans la dépression est le GABA (« gamma 
aminobutyric acid »), qui diminue l’hyperexcitabilité neuronale observée dans l’anxiété 
chronique (109). Les principaux interneurones GABAergiques se retrouvent au niveau de 
l’amygdale (110). Une étude de Guadagno et al., dans de jeunes rats, démontre une 
hyperexcitabilité de l’amygdale lorsque les animaux se retrouvent dans des situations 
stressantes (111).  
Une atteinte inflammatoire au niveau de l’hippocampe peut aussi entraîner des 
comportements anxieux. Par exemple, l’augmentation de l’IL-1β, principale cytokine impliquée 
dans l’anxiété (112), dans l’hippocampe mène à une augmentation des problèmes cognitifs 
favorisant le développement de l’anxiété et la dépression (113). L’hippocampe est aussi 
particulièrement sensible à l’ischémie. En effet, les neurones pyramidaux de la régions CA1 de 
l’hippocampe sont les plus touchés par une ischémie systémique telle qu’observée dans le CH 
(114,115). Malgré une ischémie globale touchant toutes les régions du cerveau, l’hippocampe 
est atteint de manière plus sélective à cause de sa sensibilité accrue et spécifique à l’IR (114).  
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1.3.2 Principales lésions du SNC : Neuroinflammation et apoptose 
Un lien est établi entre la dépression et la réponse inflammatoire au niveau cérébral (112,116). 
De plus, la mort cellulaire programmée par apoptose dans des régions données du cerveau 
peut favoriser le développement d’anxiété et de dépression. Par exemple, la consommation 
de drogues à dose élevée entraîne une augmentation de l’apoptose au niveau de l’hippocampe 
causant de l’anxiété (117). C’est pourquoi nous nous sommes intéressés au lien entre l’IR, la 
neuroinflammation, l’apoptose et le développement de comportements anxieux secondaires 
à l’AU circulant. Pour ce faire, nous avons ciblé précisément l’AU à l’aide d’une uricase. 
1.3.2.1 La neuroinflammation 
La neuroinflammation est un phénomène non-exclusif au CH, mais qui se développe de 
manière similaire dans plusieurs pathologies. L’inflammation dans le SNC implique des cellules 
inflammatoires provenant de deux sources : les cellules résidentes (glies) qui ne migrent pas 
vers les ganglions et l’infiltration par les cellules immunitaires circulantes, suivant l’altération 
de la perméabilité de la BHE. En conditions normales, le SNC est en conditions d’exclusivité 
immunitaire. C’est-à-dire que des pathogènes injectés directement dans le cerveau ne peuvent 
pas activer la réponse immunitaire systémique. Par contre, si une réponse inflammatoire est 
déclenchée dans le SNC, les cellules résidentes peuvent favoriser le recrutement des cellules 
inflammatoires systémiques (118).  
Les cellules gliales sont les principales cellules inflammatoires résidentes. Deux types 
cellulaires sont impliqués dans la réponse inflammatoire : les astrocytes (ou astroglies) et la 
microglie. La protéine S100B est un marqueur fréquemment utilisé pour la détection de la 
neuroinflammation (19), car elle promeut la croissance des astrocytes qui est signe d’une 
réponse neuroinflammatoire (119). Un autre marqueur plus spécifiquement associé aux 
astrocytes matures est la protéine GFAP (« glial fibrillary acidic protein ») (120). De plus, dans 
des circonstances inflammatoires, les astrocytes peuvent surexprimer GFAP (121). Au sein du 
SNC, les astrocytes sont principalement responsables de la réparation au site d’une lésion 
(122). En effet, lors d’un TCC ou d’un AVC, on observe fréquemment la formation d’une 
cicatrice astrogliale (123,124). L’activation de l’astroglie, qui se caractérise par une hyperplasie 
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et une prolifération cellulaire, après une atteinte du SNC est problématique, car elle peut 
diminuer la capacité de régénération des neurones (125). En effet, en présence de cytokines 
pro-inflammatoires telles que l’IL-1β et le TNF-a, les astrocytes activés sécrètent des facteurs 
neurotoxiques entraînant une mort neuronale accrue (126,127). Après un TCC, les astrocytes 
peuvent aussi participer à la neurogénèse anormale (128). Les astrocytes assurent donc le 
maintien de l’intégrité du SNC après une lésion, mais peuvent aussi favoriser des dommages 
plus importants en sécrétant des facteurs neurotoxiques. 
La microglie est la principale source d’IL-1b et d’autres facteurs favorisant le recrutement des 
cellules inflammatoires systémiques (129,130). La sécrétion de cytokines pro-inflammatoires 
et de ROS par la microglie accélère la mort des neurones et augmente ainsi la lésion (130). La 
microglie est aussi responsable de la phagocytose dans le SNC (131). Les cellules microgliales 
activées sont très mobiles passant d’une forme ramifiée à une forme d’amibe (131). Elle 
phagocyte principalement des microbes, des cellules mortes et des agrégats protéiques. 
L’activation de la microglie se fait principalement via les TLRs qui peuvent détecter autant la 
présence de PAMPs (molécules associées aux pathogènes) que de DAMPs (130). Lorsque la 
microglie est activée, elle exprime la protéine spécifique Iba1(« Ionized calcium-binding 
adapter molecule-1 ») (132). De plus, la microglie participe à la formation de la cicatrice 
astrogliale en activant les astrocytes qui sont en dormance en homéostasie (133). 
Il est parfois nécessaire de recruter les cellules inflammatoires systémiques, telles que les 
neutrophiles, pour favoriser la réponse inflammatoire cérébrale (118). Avant de pouvoir passer 
au SNC par transmigration endothéliale (134), les neutrophiles doivent adhérer aux LAMs 
exprimés par les CEs de la BHE, donc sa perméabilité est altérée (135). L’IL-1b contribue au 
recrutement des neutrophiles au SNC (136). Après avoir transmigré dans le SNC, les 
neutrophiles deviennent pro-inflammatoires et neurotoxiques favorisant la mort neuronale 
(137).  
En résumé, la neuroinflammation déclenchée par des lésions ou des pathogènes dans le SNC 
peut exacerber la mort neuronale qui se fait principalement par apoptose. 
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1.3.2.2 Apoptose 
L’apoptose est un phénomène de mort cellulaire programmée qui mène au désassemblage du 
cytosquelette, à la condensation de la chromatine et à la fragmentation de l’ADN (138). 
L’apoptose est initiée via deux voies (extrinsèque et intrinsèque) qui sont induites par des 
enzymes spécifiques nommées caspases (139). Les caspases sont des protéases qui régulent 
parallèlement l’apoptose et la réponse inflammatoire (140). Lors du CH, les deux voies 
apoptotiques sont activées.  
La voie extrinsèque est activée via l’enzyme initiatrice : caspase-8 (C8) (139). La C8 peut être 
activée par la présence de cellules inflammatoires tels les neutrophiles (141). De plus, 
l’accumulation de neutrophiles au niveau des organes et du cerveau après le CH a 
préalablement été démontrée par notre laboratoire (7,33). Une fois activée, la C8 peut avoir 
diverses fonctions, dont l’activation de l’inflammasome NLRP3, augmentant la production d’IL-
1b (99). L’activation de la C8 peut aussi entraîner l’activation de la caspase-3 (C3) qui est la 
caspase effectrice de la cascade apoptotique menant directement à la mort cellulaire (139). 
La voie apoptotique intrinsèque peut aussi être activée dans le CH par la présence de ROS, 
menant à la libération du cytochrome c par les membranes internes des mitochondries. La 
caspase initiatrice de la voie intrinsèque est la caspase-9 (C9)  (139). L’ischémie est reconnue 
comme entraînant une augmentation de la production de ROS et permet ainsi l’activation de 
la voie intrinsèque de l’apoptose (139). L’AU favorise aussi l’apoptose par la voie intrinsèque, 
à travers la génération de ROS (142).  
1.3.2.3 Effet de l’ischémie sur les lésions du SNC 
La neuroinflammation est activée durant le CH puisque l’IR diminue la capacité de défense du 
SNC (143). En effet, l’ischémie et la circulation d’AU brisent l’exclusivité immunitaire du SNC 
activant ainsi la réponse inflammatoire. Après une IR, l’altération passe principalement par la 
voie TLR4/nfkB exprimée dans la microglie (144). Le CH active donc les cellules inflammatoires 
locales qui favorisent le recrutement de cellules immunitaires circulantes. Après le CH, on 
observe une augmentation en circulation de la protéine S100B, libérée par l’astroglie lors de 
lésions, qui est partiellement renversée par la reperfusion (19,22). De plus, une augmentation 
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du nombre de microglies activées par une coloration de Iba1 est démontrée dans le SNC après 
CH (145). La présence de MPO, donc de neutrophiles, a également été démontrée (20). 
Plusieurs études se sont intéressées à la mort cellulaire par apoptose dans le cerveau après le 
CH. Diverses techniques ont été utilisées et viennent confirmer que l’IR est pro-apoptotique. 
Un premier marqueur utilisé est la protéine Bcl2 (« B-cell lymphoma 2 »), impliqué dans la 
survie cellulaire. Une étude par Mccarron et al., a démontré une diminution de l’expression de 
Bcl2 durant le CH, mais un retour à des niveaux normaux après la reperfusion. Dans cette 
étude, on précise que la protéine Bcl2 est principalement exprimée par les neurones et que la 
reperfusion pourrait prévenir la mort neuronale (146). De manière plus spécifique, une 
coloration visant les cellules apoptotiques, démontre une augmentation de l’apoptose dans le 
cerveau après CH (20). Une étude par Kudo et al., s’est intéressée plus particulièrement à la 
région CA1 de l’hippocampe. Des colorations TUNEL (« Terminal deoxynucleotidyl transferase 
dUTP nick end labeling ») et FJ (fluorojade) effectuées dans le CA1, après le CH, démontrent 
une augmentation de l’apoptose touchant particulièrement les neurones. De plus, il y a perte 
de la structure histologique stratifiée (147) de la région CA1 (148) qui pourrait être un signe de 
sa dysfonction. 
L’AU pourrait être impliqué dans les lésions du SNC après l’IR à cause de son rôle en tant 
qu’alarmine lui donnant la capacité d’activer la réponse inflammatoire et l’impliquant dans la 
formation de ROS qui peuvent être pro-apoptotiques. 
1.4 La barrière hématoencéphalique 
Le cerveau est protégé par divers mécanismes d'autorégulation (143) et par une barrière 
endothéliale étanche nommée barrière hématoencéphalique (BHE), principale ligne défense 
contre les pathogènes et les toxines de la circulation systémique (149). Cette barrière est 
médiée par les cellules endothéliales (CE) hautement spécialisées des vaisseaux sanguins 
alimentant le SNC (150). 
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1.4.1 Structure et fonction 
La sous-unité fonctionnelle de la BHE (Figure 1) est l’unité neurovasculaire (NVU). La NVU est 
composée de CEs, de deux lames basales, de péricytes qui sont étroitement liés aux CEs et des 
cellules gliales (astrocytes) (151,152). 
 
Figure 1. Structure de la barrière hématoencéphalique (BHE). Représentation des constituants cellulaires de la 
BHE : les cellules endothéliales, les péricytes et les astrocytes formant l’unité neurovasculaire (NVU). Figure tirée 
de : Chow et al. 2015 (153). License d’utilisation obtenue à l’aide de RightsLink. 
 
Les cellules endothéliales de la BHE possèdent plusieurs caractéristiques qui les différencient 
de l’endothélium microvasculaire du reste du corps et leur conférant des similitudes avec les 
cellules épithéliales. L’endothélium de la BHE est hautement polarisé avec une distribution 
inégale des enzymes du côté luminal et basolatéral (154). De plus, la présence de transporteur 
sur les deux faces des cellules endothéliales confirme que l’endothélium de la BHE assure le 
transport de substances dans les deux sens soit de la circulation au cerveau et du cerveau à la 
circulation systémique (150). Cette polarisation est maintenue par les jonctions serrées (JS) 
entre les cellules endothéliales. Les principales protéines de jonctions présentes dans 
l’endothélium du SNC sont la claudine-5 (Cldn5), zonula occludens 1 (ZO-1) et l’occludine 
(155,156). Les JSs assurent aussi l’étanchéité de l’endothélium (155–157) en addition à la 
superposition des prolongements cellulaires des CEs. De plus, contrairement à l’endothélium 
microvasculaire du reste du corps, l’endothélium de la BHE ne présente pas de fenestrations 
(149,158). Il y a donc peu de transfert paracellulaire de substances. Le faible transport des 
substances entre la circulation systémique et le cerveau est aussi assuré par la faible quantité 
de vésicules pycnotiques dans le cytoplasme des cellules endothéliales de la BHE (157). Pour 
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assurer la fonction d’exclusivité immunitaire du SNC, les cellules endothéliales de la BHE 
expriment une faible quantité de LAMs tels que ICAM-1 et VCAM (28,33). De cette manière, 
les cellules inflammatoires systémiques telles que les neutrophiles et les leucocytes sont peu 
attirés au SNC (160).  
Les péricytes font aussi partie de la BHE. Ces cellules ont des fonctions dans la régulation du 
flot sanguin et la cicatrisation des vaisseaux du SNC (161,162). Les cellules gliales sont la 
dernière classe de cellules composant la NVU. Les principales cellules gliales favorisant le 
maintien de l’étanchéité de la BHE sont les astrocytes (163). Lorsqu’il y a atteinte à 
l’endothélium de la BHE, les astrocytes de concert avec les péricytes vont prendre de 
l’expansion dans le but de compenser la perte d’étanchéité afin de maintenir l’intégrité de la 
BHE (122).  
La BHE possède diverses fonctions dont la principale est le maintien de l’homéostasie dans le 
SNC. Elle participe au bon fonctionnement neuronal et en protégeant le SNC des pathogènes, 
des toxines et de l’inflammation. De plus, la BHE assure l’exclusivité immunitaire du SNC en 
empêchant les cellules inflammatoires systémiques d’y pénétrer (135).  
1.4.2 Bris de l’exclusivité immunitaire du SNC secondaire à l’inflammation 
Dans le cas d’une réponse inflammatoire systémique, les cellules endothéliales peuvent 
exprimer des molécules d’adhésion, pour les cellules immunitaires circulantes, qui sont 
normalement peu exprimées au niveau de l’endothélium du SNC (164). La présence des 
cytokines pro-inflammatoires TNF-α et IL-1β favorise l’expression de ICAM-1 par les CEs via la 
voie NfκB (165). L’expression de ICAM-1 par les CEs de la BHE favorise l’infiltration des 
leucocytes, car la liaison entre ICAM-1 (exprimées par les CEs) et LFA-1 (exprimée par les 





1.4.3 Altération de la perméabilité de la BHE par l’ischémie et l’acide urique 
L’altération de la perméabilité de la BHE par l’IR pourrait se faire en influençant deux éléments 
clés de l’étanchéité de la BHE: l’altération des jonctions serrées entre les CE et l’augmentation 
de l’expression des molécules d’adhésion des cellules inflammatoires. En effet, les CEs traitées 
avec de l’AU in vitro développent une dysfonction endothéliale se traduisant par une 
diminution de la production de NO (167–169) et l’augmentation d’expression de ICAM-1 (170). 
Il est important de noter que l’IR n’a pas d’effet sur la viabilité des CEs (171). 
Pour mesurer l’altération des JSs entre les CEs de la BHE au sein d’un organisme vivant, deux 
marqueurs injectés par voie IP sont principalement utilisés : le Bleu d’Evans (BE) et la 
fluorescéine de sodium (NaF). Ces marqueurs sont utilisés pour l’étude de l’altération de la 
perméabilité paracellulaire à cause de leur faible poids moléculaire soit 971 Da pour le BE et 
de 376 Da pour la NaF. Par contre, le BE peut se lier à l’albumine sérique pour devenir un 
marqueur avec un poids moléculaire élevé alors que la NaF reste libre en circulation. En 
conditions saines, autant le BE que le NaF sont distribués de manière uniforme dans les 
organes par la circulation systémique, mais ne pénètrent pas dans le SNC (172).  Dans une 
situation d’IR locale (AVC), l’IL-1β est impliquée dans l’altération de la perméabilité de la BHE 
avec une augmentation de la perméabilité au bleu d’Evans due à une atteinte des protéines 
de jonctions cellulaires (ZO-1, Cldn-5 et occludine) (28,29,30). Ce phénomène d’altération des 
JSs intercellulaires après une IR systémique est confirmé par une augmentation de la 
perméabilité au bleu d’Evans et à la fluorescéine de sodium, ainsi que par une diminution de 
l’expression de la protéine ZO-1 après un CH (174).  
L’ischémie augmente aussi l’expression de protéines d’adhésion des cellules inflammatoires 
systémiques. Le choc hémorragique seul n’a pas d’effets marqués sur la perméabilité de la BHE 
aux cellules inflammatoires circulantes. Lors d’un choc hémorragique décompensé (comme 
dans notre modèle), les niveaux sériques de la protéine ICAM-1 sont augmentés, mais elle n’est 
pas augmentée au niveau du cerveau (175). Par contre, l’IL-1β produite dans le cerveau après 
l’IR favorise le recrutement de cellules inflammatoires systémiques en augmentant 
l’expression de ICAM-1 et VCAM (159). La sécrétion d’IL-1β par l’inflammasome NLRP3, 
secondaire à son activation par l’AU, est donc une hypothèse plausible (176). 
 31 
L’AU pourrait aussi avoir une influence sur la perméabilité de la BHE à cause de son implication 
dans la dysfonction endothéliale qui est fréquemment observée dans les maladies 
cardiovasculaires (177–180). Les maladies cardiovasculaires sont reconnues pour être 
concomitantes avec une hyperuricémie (179). Un des mécanisme est que l’AU diminue la 
circulation de l’oxide nitrique (NO) (180). Une diminution de la sécrétion de facteurs 
vasorelaxants tels que le NO par l’endothélium favorise la vasoconstriction et la réponse 
inflammatoire (56). In vitro, l’AU augmente l’expression de ICAM-1 par les cellules 
endothéliales (170). De plus, une étude effectuée dans un modèle d’hyperuricémie dans le 
syndrome métabolique, a démontré que l’AU pouvait passer la BHE et stimuler la réponse 
inflammatoire dans le cerveau (181). 
1.5 Hypothèse et objectifs 
Notre hypothèse est que le CH entraîne directement une hausse des niveaux sanguins d’AU 
augmentant la perméabilité de la BHE et favorise l’apoptose cérébrale et la 
neuroinflammation. Notre hypothèse secondaire est qu’étant donné la sensibilité de 
l’amygdale et de l’hippocampe à l’ischémie, l’anxiété et la dépression se développent suite au 
CH ce qui peut être atténué par la destruction de l’AU circulant à l’aide d’une uricase. 
Nos objectifs sont d’abord de déterminer si l’AU altère la perméabilité de la BHE suite au CH. 
Par la suite, nous allons caractériser l’impact de l’AU sur l’apoptose et la présence de 
neuroinflammation dans le SNC. Finalement, nous allons évaluer le rôle de l’AU circulant sur 
le comportement, particulièrement l’anxiété, suite au CH. Pour atteindre ces objectifs, nous 
utilisons un modèle murin de choc hémorragique contrôlé décrit ci-dessous.   
La méthodologie de la procédure chirurgicale ainsi que les tests biochimiques et 
comportementaux utilisés seront détaillés dans la section suivante.
2 Matériel et Méthodes 
2.1 Modèle animal  
Le modèle utilisé est le rat Wistar mâle (Rattus Norvegicus) pesant entre 400-450 g obtenu de 
Charles River Laboratories (Montréal, Canada). Les animaux sont hébergés en suivant les lignes 
directrices du « Canadian Council on Animal Care ». Les expérimentations sur les animaux ont 
été approuvées par le comité d’éthique animale de l’Hôpital du Sacré-Coeur de Montréal 
(protocoles CHAE.04 et CHAE.06). Les animaux sont conservés dans des conditions stables 
(température 21-22 °C, humidité de 40-50% et cycles noirceur/lumière 12/12 heures 
constants). Les rats ont accès ad libidum à la nourriture et l’eau et ont 3 jours d’acclimatation 
avant d’être assigné à un groupe expérimental. 
Pour atteindre nos objectifs, 90 animaux sont utilisés. Ils sont aléatoirement assignés à un 
groupe expérimental. Nos groupes sont : un groupe contrôle (SHAM), un groupe contrôle avec 
injection extrinsèque d’AU (250 mg/kg dissout dans NS) (SHAM+AU), un groupe de choc 
hémorragique (CH) et un groupe de CH avec injection d’une uricase (Fasturtec Rasburicase, 
Sanofi-Aventis; dose : 1.5 mg/kg) au moment de la reperfusion (CH+U). Après la chirurgie, les 
rats sont gardés sous observation pour 72 h afin de permettre des analyses biochimiques du 
cerveau ou pour 2 semaines pour évaluer le comportement. Aucun rat n’a été perdu au cours 
des chirurgies ou avant le moment de leur sacrifice. 
2.2 Procédures chirurgicales 
Pour l’induction du CH, les rats sont d’abord anesthésiés avec 70 mg/kg de kétamine (Narketan 
10 mg/ml, Vetoquinol) et 15 mg/kg de xylazine (Xylamax 100 mg/ml, Bimeda). Les rats sont 
par la suite intubés et mis sous respirateur (RoVent, Kent Scientific) pour ventilation avec un 
volume de 6 ml/kg, avec de l’oxygène et 1-2% d’isoflurane (Baxter). Les rats sont aussi placés 
sur une table branchée à une pompe thermique (HTP-1500) afin d’assurer le maintien de leur 
température corporelle à environ 37 °C durant la période d’anasthésie. Après l’application 
locale de lidocaïne au niveau fémoral, des canules (Tubing PE50 et PE10; # cat. 51158 et 51150; 
Stoelting, USA) sont insérées et fixées dans la veine fémorale (prélèvements sanguins et 
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reperfusion) et dans l’artère fémorale (mesure de la pression artérielle). Le suivi de la pression 
artérielle est effectué à l’aide d’une sonde à pression branchée à la canule artérielle et du 
logiciel Spike 2.0 (Signal Hound). La température par une sonde rectale connectée à un lecteur 
de température (Thermalert Model TH-8, Physitemp), la saturation en O2 et le nombre de 
battements par minutes (bpm) sont aussi mesurés tout au long de la chirurgie à l’aide d’un 
Vet/Ox G2Digital (HESKA). 
Pour l’induction du CH, du sang est prélevé par la canule veineuse jusqu’à l’atteinte d’une 
pression de 30 mm Hg. Cette pression est maintenue durant 1 heure par le retrait, de bolus de 
sang additionnels pour lutter contre la compensation physiologique. Le sang retiré titré avec 
du citrate pour éviter la coagulation sanguine, puis mélangé à un ratio 1 :1 avec du LR et 
conservé dans un bain-marie à 37 °C jusqu’à la reperfusion. Les rats sont reperfusés avec leur 
propre sang mélangé avec du LR en bolus de 1-2 ml jusqu’à l’atteinte d’une pression stable à 
60 mm de Hg (environ 45 minutes). Environ 85-100% du sang prélevé est retourné aux rats 
avec un volume additionnel de 3 mL de NS. Pour le groupe CH+U, l’uricase est administrée par 
voie IP (intrapéritonéale) après l’injection du premier bolus sanguin de reperfusion. Pour le 
groupe SHAM+AU, l’AU est administrée par voie IP après la canulation, mais aucun 
prélèvement sanguin n’est effectué. Une injection sous-cutanée (SC) d’analgésique 
(buprénorphine (Vetergesic 0.3 mg/ml) 2 mg/kg) est effectuée au moment du réveil et 2 
injections le lendemain de la chirurgie (à 12h et 24h de reperfusion).  24 heures, 72 heures ou 
3 semaines après la chirurgie les rats sont anesthésiés de nouveau avec la kétamine (80 mg/kg) 
et la xylazine (10 mg/kg) et sacrifiés par décapitation. 
2.3 Récupération des échantillons 
Le sang est récupéré dans des tubes contenant de l’EDTA au moment du sacrifice, soit à 24 h, 
72 h ou à 3 semaines, et conservé sur glace. Il est par la suite centrifugé à 3 000 g (15 minutes 
à 4°C) pour isoler le plasma qui est aliquoté (1.5 ml), congelé dans l’azote liquide et conservé 
à  -80°C. Au moment de l’euthanasie, les cerveaux sont aussi récupérés. Dans un hémisphère 
du cerveau, on isole l’amygdale (A) et l’hippocampe (H) pour scan de la fluorescence émise par 
la NaF et analyses biochimiques. Les échantillons pour analyses biochimiques sont congelés 
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dans l’azote liquide et conservés à -80 °C afin d’assurer un maintien de la structure protéique. 
L’autre hémisphère du cerveau est placé dans une solution de fixation (TissuFix, Chaptec) pour 
24h avant d’être transféré à une solution de 30% de sucrose dans du PBS 1X (137 mM NaCl, 
2.7 mM KCl, 10 mM Na2HPO4, 1.76 mM KH2PO4, pH 7) pour 72h pour cryopréservation avant 
la congélation pour coupes au cryostat (Thermo Scientific, Microm HM525 NX Cryostat, 
956641) et colorations par immunofluorescence (IF). 
 
Figure 2. Procédures expérimentales.  
Ligne du temps représentant le dessin expérimental ainsi que les différents échantillons collectés et les mesures 
prises au fil du temps. Pour le CH, T0 représente le moment où le rat est canulé, T1 le moment où la pression de 
30 mm Hg est atteinte pour la première fois, T2 la fin de la période de choc et T3 la fin de la reperfusion. L’uricase 
est administrée à T2. 
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2.4 Dosage de la concentration d’acide urique plasmatique et dans le cerveau 
L’acide urique est dosé dans le plasma à 24 h et 72 h de reperfusion et dans cerveau (amygdale 
et hippocampe) à 72 h de reperfusion en duplicata. Pour le plasma, les échantillons sont 
directements chargés dans une plaque de 96 puits pour l’essai enzymatique. Les tissus de 
cerveaux (amygdale (A) et hippocampe (H)) sont homogénéisés par sonification dans un 
tampon de lyse (tampon MAPK: (20% Mix 5X pH 7.5 (50 mM Tris-HCl, 20 mM β-
Glycérophosphate, 20 mM de sodium fluoride, 5 mM EDTA, 10 mM EGTA, 1 mM Na3VO4), 
1.6x10-3M de benzamidine, 2.5 M de PMSF 0.2 M, 1M de Leupeptine 10 mg/mL, 5 M de DTT 
1M, 1M de microcystine 1mM, 100M de Triton X-100 10 %), incubés pour 30 minutes sous 
agitation sur glace puis centrifugés à 13 000 g (15 minutes à 4°C) pour éliminer les débris 
cellulaires. La quantité de protéines dans les surnageants ainsi obtenus est dosée par la 
méthode de Lowry afin d’obtenir le volume nécessaire pour 200 μg de protéines pour chaque 
échantillon. Les échantillons sont préparés dans du « Assay Buffer » pour un volume total de 
50 μL et chargés dans une plaque de 96 puits. La concentration d’AU est mesurée en suivant 
le protocole fourni par le fabricant (STA-375 400 assays, Cell Biolabs Inc.). 
2.5 Mesure de l’altération de la perméabilité de la barrière hématoencéphalique 
2.5.1 Pénétration de la fluorescéine de sodium au niveau du parenchyme cérébral 
Une heure avant le sacrifice, 0.5 ml d’une solution de 10% de fluorescéine de sodium (NaF) est 
injectée par voie IP aux rats. La NaF diffuse dans la circulation sanguine à partir de la cavité 
abdominale. Elle peut, par la suite, circuler dans le rat durant 1 h. Si la perméabilité de la BHE 
est altérée, la NaF pourra pénétrer dans le cerveau (172). Au moment du sacrifice, une partie 
du plasma récolté est conservé pour doser la fluorescence et assurer une circulation constante 
de NaF entre les groupes. Par la suite, les cerveaux sont récoltés en disséquant l’amygdale et 
l’hippocampe qui sont imagés avec un scan Li-Cor Odyssey-CLX. La fluorescence est dosée à 
l’aide du logiciel ImageStudio 3.1 (Li-Cor) permettant de quantifier la diffusion de la NaF dans 
le cerveau en tenant compte de la surface étudiée. 
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2.5.2 Western Blot pour expression de ICAM-1 
2.5.2.1 Lyse tissulaire et extraction protéique 
Les échantillons de cerveau (amygdale (A) et hippocampe (H)) sont homogénéisés par 
sonification dans du tampon MAPK puis incubés sur glace sous agitation pendant 30 minutes 
puis centrifugés à 13 000 g (15 minutes à 4 °C) pour éliminer les débris cellulaires. La quantité 
de protéines dans les surnageants obtenus est dosée avec la méthode de Lowry. Le dosage des 
protéines permet d’uniformiser nos données en chargeant une concentration finale de 
protéine de 100 µg dans tous nos puits. Le volume requis de protéines est ajusté aux 
échantillons, mélangé avec le tampon de chargement (orange 4X protein buffer de Mandel 
Scientific) et le volume est complété avec du tampon MAPK pour l’obtention d’un volume total 
de 40 µL à charger dans les puits du gel. Une échelle de poids moléculaire (PM; BLUelf 
Prestained Protein Ladder FroggaBio) est aussi chargée dans chaque gel afin de faciliter 
l’identification des bandes protéiques en fonction de leur poids moléculaire. 
2.5.2.2 Migration de protéines et transfert sur membrane de nitrocellulose  
Les gels (« running gel ») utilisés pour la séparation des protéines contiennent 10% 
d’acrylamide (Acrylamide 30% - Bisacrylamide 0.8%, Tris 0.72M pH 8.8, SDS 10%, APS 
(ammonium persulfate) 1%, 5 μL de Tetramethylethylenediamine (Temed)) et sont coulés dans 
un montage pour Western Blot (Mini-Protean Tetra System, Bio-Rad). Pour linéariser les 
protéines avant la séparation un « stacking gel » contenant 6% d’acrylamide a été préparé 
(Acrylamide 30 % - Bisacrylamide 0.8 %, Tris 0.72 M pH 8.8, SDS 10%, APS 1%, 5 μL de Temed), 
coulé sur le « running gel » déjà polymérisé et un peigne est placé pour définir les puits. 
Lorsque les gels sont polymérisés, ils sont transférés dans une cuve d’électrophorèse, la cuve 
est remplie avec du tampon de migration 1X (137 mM NaCl, 2.7 mM KCl, 10 mM Na2HPO4, 1.76 
mM KH2PO4) et les échantillons sont chargés dans les puits. La migration est effectuée à 150 V 
pour environ 1 heure ou jusqu’à l’atteinte d’une séparation protéique adéquate. Les protéines 
sont par la suite transférées sur une membrane de nitrocellulose à l’aide du système à sec 
TurboBlot de BioRad dans du tampon de transfert (5.82 g/L de Tris-Base, 2.93 g/L de glycine, 
3.75 ml/L de SDS 10 %, 200 ml/L de méthanol, complété avec de l’eau distillée).  
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2.5.2.3 Révélation spécifique à la protéine ICAM-1 
La détection de la protéine ICAM-1 est effectuée à l’aide du système SNAP i.d. 2.0 (Millipore, 
Etobicoke, Ontario, Canada). Les sites non-spécifiques sont bloqués pour 20 minutes sous 
agitation dans du Odyssey Blocking Buffer (Li-Cor, Lincoln, Nebraska, USA) ratio (1:1) avec PBS 
1X. Tous les anticorps sont dilués dans un mélange à ratio 1:1 de Blocking Buffer et PBS 1X 
contenant 0.2% de Tween 20. La membrane est ensuite incubée pour 15 minutes sous 
agitation avec l’anticorps primaire (1:1000) ICAM-1 (lapin anti-ICAM-1 Antibody, Invitrogen, 
MA5407). L’excès d’anticorps non-lié est lavé avec du PBS. Les membranes sont par la suite 
incubées 10 minutes sous agitation avec l’anticorps secondaire (chèvre anti-souris IRDye 
800CW, Li-Cor). Ensuite, la membrane est lavée avec une solution de 1% de Tween 20 dans du 
PBS. Les membranes sont séchées à 37 °C pour 5 minutes et lues dans le scan Odyssey CLX de 
Li-Cor. L’intensité des bandes lumineuses est quantifiée à l’aide du logiciel Image Studio 3.1. 
Par la suite, les membranes sont placées dans du « stripping buffer » (100 mM de glycine, 1% 
de SDS, pH 2) pour 1 h sous agitation pour retirer les anticorps.  
Afin de normaliser la quantité de protéines dans chaque puits, l’actine est utilisée comme 
protéine de référence. Les anticorps utilisés sont l’anti-actine (lapin, Sigma, A2066) pour le 
primaire et l’anti-lapin (anti-lapin IRDye 800CW Li-Cor) pour l’anticorps secondaire.  
2.6 Mesure de la neuroinflammation 
2.6.1 Dosage de l’activité de la myéloperoxidase 
Les échantillons de cerveaux (A et H) sont pesés et lysés par sonification dans 250 µL d’une 
solution de bromide d’hexadecytrimethylamonium (HTAB) (0.5% HTAB 50 mM, pH 6.0). Les 
tissus sont ensuite soumis à 3 cycles de gel (azote liquide) et dégel (37 °C). Les lysats cellulaires 
sont ensuite centrifugés à 20 000 g durant 15 minutes à 4 °C. 
Pour mesurer l’activité de la MPO, 0.1 mL de surnageant est ajouté à 2.9 ml d’une solution de 
sodium de phosphate 50 mM (0.167 mg/mL chlorhydrate d’o-dianisidine, pH 6.0 et 0.0005% 
de péroxyde d’hydrogène). L’absorbance de la solution obtenue est mesurée par 
spectrophotométrie (Varian-Cary 50 Bio) à une longueur d’onde de 460 nm à chaque 10 
secondes pour une durée totale de 2 minutes. L’estimation de l’activité de la myélopéroxydase 
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(accumulation des neutrophiles) est obtenue à partir du calcul suivant : ((absorbance 
maximale-minimale /poids de l’échantillon (g)) /2). L’activité de la MPO pourrait être associée 
à d’autres types cellulaires comme les macrophages. La technique utilisée ici a été validée 
comme corrélant l’activité de la MPO et l’infiltration par les neutrophiles dans le tissu (182).  
2.6.2 Dosage de l’activation des cellules inflammatoires cérébrales : astrocytes et microglie 
2.6.2.1 Western Blot pour expression de GFAP et Iba1 
La procédure utilisée pour la lyse, la migration, le transfert et la révélation des protéines 
d’intérêt est la même que pour la protéine ICAM-1. Par contre, afin de permettre la séparation 
adéquate de Iba1 qui a un faible poids moléculaire (17 kDa) un gel contenant 15% d’acrylamide 
est utilisé. Les anticorps primaires utilisés sont pour GFAP (lapin, GFAP Antibody, Invitrogen, 
PA1-10019) et pour Iba1 (lapin, anti-Iba1, Wako Chemicals, 019-19741). L’anticorps secondaire 
est le même que pour la détection de l’actine. L’analyse de la concentration protéique se fait 
de la même façon que pour ICAM-1. 
2.6.2.2 Immunofluorescence  
2.6.2.2.1 Fixation des tissus de cerveau et cryopréservation 
Au moment de la collecte des échantillons un hémisphère du cerveau est placé dans une 
solution de paraformaldéhyde (PFA) (TissuFix, Chaptec) pour un minimum de 24 h à 4 °C. Par 
la suite, les tissus sont placés pour un minimum 36 h dans une solution de 30% de sucrose dans 
du PBS 1X à 4 °C pour cryopréservation. Finalement, les tissus sont congelés dans l’azote 
liquide et conservés à -20 °C jusqu’au moment des coupes. 
2.6.2.2.2 Coupes de tissus au cryostat et montage sur lames  
Pour permettre l’étude de la neuroinflammation dans le parenchyme cérébral par 
immunohistochimie et coloration directe, un hémisphère cérébral de rats SHAM, CH et CH+U 
sont coupés en sections fines de 15 µm avec un cryostat à une température de -17 °C. Les 
échantillons sont montés sur le support du cryostat à l’aide de colle Neg-50 (Richard Allan 
Scientific). Les coupes sont déposées sur des lames de microscopie Fisherfinest Premium 
microscope slides frosted (Fisher Scientific) et conservées à -80 °C jusqu’à leur coloration. 
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2.6.2.2.3 Immunohistochimie 
Les tissus sont fixés avec une solution de 4% de PFA pour 10 minutes. Les membranes 
cellulaires sont ensuite perméabilisées au Triton X 100 10% dans du PBS pour 10 minutes. Les 
sites non-spécifiques sont saturés dans du « Blocking Buffer » (BB; PBS+NGS 10%+BSA 
(albumine sérique de bœuf; Sigma) 10%) pour 45 minutes. Toutes les dilutions d’anticorps 
primaire et secondaire sont faites dans le BB.  Pour la cicatrisation par les astroglies, la protéine 
GFAP (1:1000; anticorps de lapin; ThermoFisher Scientific) ainsi que la protéine NeuN 
(marquage des neurones) (1:1000; anticorps de souris; EMD Milipore) spécifique aux neurones 
sont marqués. L’anticorps secondaire utilisé pour GFAP est un anti-lapin couplé au 
fluorochrome 488 (Molecular Probes, ThermoFisher Scientific). Pour NeuN un anticorps 
secondaire anti-souris couplé au fluorochrome 568 (Molecular Probes ; ThermoFisher 
Scientific) est utilisé.  Pour l’étude l’inflammation par la microglie un anticorps primaire dirigé 
contre la protéine Iba1 est utilisé (1:600; anticorps de lapin; Wako Bioscience). Les marquages 
sont révélés à l’aide du même anticorps secondaire que celui utilisé pour GFAP. Les noyaux 
cellulaires sont contre-colorés à l’aide du DAPI (4’,6-Diamidine-2’-phenylindole 
dihydrochloride; Sigma-Aldrich). Les lamelles sont montées sur les lames avec du ProLong Gold 
antifade (ThermoFisher). Les images (10 par coupes)  sont prises à l’aide d’un microscope à 
fluorescence Zeiss Axio Imager 2 Upright microscope avec un objectif 40X.  
Les analyses quantitatives sont effectuées à l’aide du logiciel ImageJ. Pour les astrocytes, un 
pourcentage de la surface occupée par la coloration GFAP et NeuN est appliqué. Pour la 
microglie, la quantité de cellules positives sur le nombre de cellules totales est comptée.  
2.6.2.3 IL-1β dans le cerveau 
L’IL-1β est dosée par « enzyme-linked immunosorbent assay » (ELISA) dans des lysats 
protéiques obtenus par la même technique que décrite dans la section Western Blot. Un 
dosage par la méthode de Lowry nous permet d’obtenir le volume nécessaire pour 200 μg de 
protéines. Les échantillons sont par la suite préparés dans du « Reagent Diluent » spécifique à 
l’ELISA. La concentration d’IL-1β dans les échantillons est mesurée en suivant les directives du 
fabricant « rat IL-1 beta/IL-1F2 DuoSet ELISA » (R&D Biosystems; DY501). 
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2.7 Mesure de l’apoptose dans le cerveau 
2.7.1 Activité de la caspase-3 
Pour mesurer l’activité de la caspase-3 (C3) dans l’amygdale et l’hippocampe nous avons utilisé 
un essai enzymatique par spectrofluorométrie tel que décrit dans une publication du 
laboratoire mesurant l’effet de l’AU sur l’apoptose dans les organes à la suite du CH (7). Les 
protéines cytosoliques sont extraites à partir d’échantillons de cerveau (A et H) par sonification 
dans du tampon de lyse cellulaire ((1% Triton X-100, 0.32 M sucrose, 10 mmol/mL Tris [pH 8.0], 
5 mmol/mL ethylenediamine tetraacetate, 2 mmol/mLDL-1,4-dithiothreitol (DTT), 1 mmol/mL 
phenylmethanesulfonyl fluoride (PMSF), 10 mg/mL Leupeptine, 10 mg/mL Pepstatine A, 
10g/mL Aprotinine). Les protéines sont par la suite dosées par la méthode de Bradford afin 
d’obtenir une quantité de protéine (25 μg) équivalente dans chaque tube d’essai enzymatique. 
L’essai est effectué en triplicata dans un tampon de réaction (50 mmol/mL Tris [pH 7.5], 5 
mmol/mL MgCl2, 1 mmol/mL ethylene glycol bis-2-aminoethyl ether-N,N’,N,n’-tetraacetic 
acid, 0.1% 3[(3-cholamidopropyl) dimethylammonio]-1-propanesulfonate (CHAPS), 1 
mmol/mL DTT). Pour l’essai enzymatique, on vient calculer un ratio de caspase-3 active sur la 
quantité totale de caspase-3 dans l’échantillon mesuré. Pour ce faire, on utilise un substrat 
fluorogénique spécifique à la C3 (DEVD-AMC, Enzo Life Sciences) qui se lie au site actif de 
toutes les C3 présentes qu’elles soient actives ou non, de cette manière on peut connaître la 
quantité totale de C3. Pour mesurer la quantité de C3 active on ajoute un inhibiteur venant se 
lier aux C3 inactives (DEVD-CHO, Enzo Life Sciences). Bref, on obtient pour chaque lysat 
cellulaire un triplicata négatif (AMC seulement) et un triplicata positif (AMC et CHO). Les tubes 
contenant les protéines et les substrats sont incubés à 37°C pour 3 heures et la fluorescence 
est mesurée à un ratio de 365 nm d’excitation sur 465 nm d’émission dans des cuvettes de 
verres à l’aide d’un spectrofluoromètre (DeltaRAM High Speed Multiwavelenght Illuminator, 
Photon Technology International, Lawrenceville, NJ, USA). Les données sont par la suite 
regroupées par triplicata en faisant la moyenne et un ratio d’essais positifs sur essais négatifs 
nous donnant un taux d’activité de la C3 pour chaque échantillon. Les données sont par la suite 
normalisées en pourcentage du groupe contrôle (SHAM). 
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2.7.2 Coloration TUNEL 
Les coupes utilisées pour cette coloration ont été faites en suivant le protocole décrit dans la 
section immunohistochimie. La coloration TUNEL (Terminal deoxynucleotidyl transferase–
mediated dUTP nickend labeling) permet de détecter les cellules apoptotiques dans le cerveau 
en suivant le protocole fourni par le fournisseur (FragEL DNA Fragmentation kit fluorescent 
Tdt-enzyme, Sigma Aldrich). Les noyaux totaux sont contre-colorés avec le DAPI.  
Pour les analyses quantitatives, le logiciel ImageJ est utilisé pour compter le nombre total de 
noyaux (DAPI) pour 10 champs à grossissement 40X par animaux et le nombre de cellules 
TUNEL positives. Un ratio pour déterminer le pourcentage de cellules TUNEL positives sur le 
nombre total de cellules est par la suite appliqué. 
2.7.3 Immunofluorescence 
Pour confirmer si la mort cellulaire touche bel et bien les neurones dans le cerveau, nous avons 
effectué une co-coloration par immunofluorescence entre la protéine NeuN et la coloration au 
fluorojade (FJ) qui marque les neurones en dégénérescence. La méthodologie pour la 
préparation des tissus et l’immunofluorescence pour NeuN est la même que décrite 
précédemment. La méthodologie utilisée pour la coloration au FJ est décrite ci-dessous. Les 
analyses d’images par immunofluorescence sont effectuées à l’aide du logiciel ImageJ.  
2.7.3.1 Coloration au fluorojade 
Pour la coloration au FJ, des coupes de tissus, effectuées en suivant le protocole préalablement 
décrit, sont d’abord trempées dans de l’éthanol 70% (HistoPrep Alcool 100%, Fisher Scientific; 
dilué dans eau distillée) puis rincée dans l’eau distillée. La lame est par la suite placée dans un 
vase d’histologie contenant une solution de 0.06% de permanganate de potassium dans l’eau 
distillée durant 10 minutes sous agitation. La lame est ensuite rincée pour 2 minutes dans l’eau 
distillée et placée dans la solution de coloration de FJ (5% de solution stock (10% de Fluorojade 
(FluoroJade C, AG325, Sigma-Aldrich) dans l’eau distillée) dans solution de 0.1% d’acide 
acétique pur) durant 15 minutes. Les lames sont ensuite rincées 3 fois dans l’eau distillée. Cette 
coloration est suivie de l’immunohistochimie pour NeuN pour comparer les neurones en 
dégénérescence aux neurones totaux. 
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2.8 Tests de comportement 
Tous les tests de comportements ont été réalisés à l’aveugle par le même expérimentateur, ne 
connaissant pas l’appartenance aux groupes des rats. La pièce où les tests ont été réalisés est 
à l’abri des bruits environnants. Les tests sont effectués 2 semaines après la chirurgie afin de 
permettre aux rats de récupérer.  
2.8.1 Test de labyrinthe en croix surélevé 
Le test du labyrinthe en croix surélevé est effectué avec un montage Panlab (Elevated Plus 
Maze rat, 76-1121). Le rat est placé au centre du labyrinthe et des mesures sont prises sur une 
durée de 5 minutes. Un expérimentateur note le nombre de passages dans les branches 
ouvertes et fermées ainsi que le temps passé dans les branches. 
2.8.2 Test de nage forcée 
Le test de nage forcée est effectué dans des cylindres transparents (Panlab, 76-0472) de 30 cm 
de profondeur rempli au 3/4 avec de l’eau à température entre 15 et 20 °C. Le test s’effectue 
sur 2 journées. La première journée est consacrée à l’habituation, c’est-à-dire à 15 minutes de 
nage dans le cylindre. Le lendemain, les rats sont placés dans le cylindre durant 5 minutes, il 
s’agit du test. Tous les tests sont filmés et le temps d’immobilité (dépression), la latence à la 
première immobilité et d’échappement sont chronométrés sur vidéo.  
2.8.3 Test d’interaction sociale 
Deux rats, indépendamment du groupe expérimental, sont placés dans une nouvelle cage vide 
et propre pour 10 minutes. Pendant cette période, 2 expérimentateurs, ne connaissant pas les 
groupes auxquels appartiennent les rats, mesurent le comportement d’un rat à l’aveugle. Les 
facteurs mesurés sont le temps d’interaction (un rat sent, touche ou toilette l’autre rat), le 




2.9 Dosage de la corticostérone plasmatique 
Le dosage de la corticostérone plasmatique pour les rats à 3 semaines de reperfusion 
(n=8/groupe) est effectué à l’aide d’un ELISA spécifique pour le rat (Enzo LifeSciences, ADI-900-
097). Les échantillons de plasmas sont dilués 1:10 dans du « Assay Buffer » avant d’être 
chargés dans la plaque. 
2.10 Statistiques 
Les analyses statistiques sont effectuées à l’aide du logiciel SPSS Statistics (IBM Corp). Les 
graphiques présentés sont faits à l’aide du logiciel Prism 8 (GraphPad Software Inc.). Lorsque 
les groupes SHAM et SHAM+AU sont comparés, un test d’ANOVA simple est réalisé pour 
comparer les deux groupes sans test post-hoc avec un seuil de p<0.05. Des tests d’ANOVA 
simples avec tests post-hoc de Bonferroni ou de Games-Howell en fonction de l’homogénéité 
des variances, sont utilisées dans toutes les analyses comparant les groupes SHAM, CH et CH+U 
avec un seuil de significativité à p<0.05. De plus, des tests de corrélation de Pearson nous 
permettent d’établir des connexions entre nos variables. Pour la coloration TUNEL, un test Khi-
carré est utilisé avec partitions selon Siegel et Castellan pour distinguer les différences 
spécifiques entre les groupes avec un seuil de significativité à p<0.05.
3 Résultats 
3.1 Données hémodynamiques 
 
Figure 3. Données hémodynamiques et pourcentage du volume sanguin utilisé pour la reperfusion.  
Données hémodynamiques (pression sanguine moyenne, fréquence cardiaque et le pourcentage de volume 
sanguin reperfusé) pour SHAM (n= 17), CH (n= 17) et CH+U (n= 16). Basales : canulé sans prélèvement sanguin; 
Choc : pression de 30 mm Hg induite par prélèvements sanguins ; Finales : reperfusion terminée retour à la 
pression initiale (après 2h). 
 
La pression artérielle initiale moyenne est uniforme dans tous les groupes avec une pression 
de (64.99 ± 11.47) mmHg pour le groupe SHAM, de (71.19 ± 10.49) mmHg pour le groupe CH 
et de (66.33 ± 10.73) mmHg pour le groupe CH+U. Le rythme cardiaque est de (242.22 ± 27.60) 
bpm (battements par minute) pour le groupe SHAM, de (243.71 ± 16.54) bpm pour le groupe 
CH et de (239.81 ± 27.34) bpm pour le groupe CH+U. Durant le choc, les données de pression 
sont uniformes pour les groupes CH (33.29 ± 1.73) mmHg et CH+U (32.33 ± 1.54) mmHg. Il en 
est de même pour le rythme cardiaque entre les groupes CH (229.55 ± 29.32) bpm et CH+U 
(229.10 ± 24.73) bpm. De plus, le pourcentage de sang redonné pour la reperfusion entre les 
groupes CH (89.78 ± 22.74)% et CH+U (108.19 ± 35.01)%. Les données finales de pression sont 
aussi uniformes dans les groupes SHAM (59.33 ± 10.99) mmHg, CH (58.65 ± 8.42) mmHg et 
CH+U (63.04 ± 15.70) mmHg. Il en est de même pour le rythme cardiaque avec SHAM (237.72 
± 21.25) bpm, CH (271.82 ± 26.59) bpm et CH+U (259.25 ± 42.78) bpm. 
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3.2 Circulation d’AU et passage au cerveau  
 
Figure 4. L’acide urique augmente au niveau plasmatique cérébral après le choc hémorragique. 
Données de dosage de la concentration d’acide urique par essai fluorimétrique dans le plasma (24 et 72 heures 
de reperfusion) ainsi que dans l’amygdale et l’hippocampe pour les groupes SHAM (n= 7), SHAM+AU (n=8); CH 
(n= 7) et CH+U (n= 7). *Bonferonni (p<0.05) en comparaison à SHAM et CH+U. 
 
Nous avons d’abord dosé l’AU plasmatique afin de confirmer qu’il est bien augmenté en 
circulation pour le groupe CH. À 24 heures de reperfusion, on observe une augmentation 
significative de l’AU plasmatique (F(2,14)=7.62; p<0.05) pour le groupe CH (4.00 ± 0.78) μM en 
comparaison au groupes SHAM (2.00 ± 0.74) μM et CH+U (1.00 ± 0.31) μM. La même chose est 
observée à 72 heures de reperfusion avec CH (10.17 ± 1.71) μM significativement plus élevé 
(F(2,12)=6.36; p<0.05) que SHAM (3.12 ± 1.31) μM et CH+U (3.67 ± 1.29) μM (Figure 4). 
Au niveau de l’amygdale et de l’hippocampe, nous avons des résultats similaires pour la 
concentration d’AU. Pour l’amygdale, le groupe CH (1.72 ± 0.02) μM est significativement (F 
(2,18)=9.70; p<0.05) que les groupes SHAM (1.61 ± 0.02) μM et CH+U (1.64 ± 0.02) μM. Pour 
l’hippocampe, le résultat est le même avec CH (1.75 ± 0.03) μM significativement plus élevé 






3.3 Altération de la perméabilité de la BHE 
3.3.1 Fluorescéine de sodium 
 
Figure 5. Le traitement avec l’uricase prévient une augmentation de la perméabilité à la fluorescéine de sodium 
après le choc hémorragique. 
A. Scan de fluorescence pour la fluorescéine de sodium dans l’amygdale et l’hippocampe pour les groupes SHAM, 
CH et CH+U. A : amygdale; H : hippocampe. 
B. Représentation graphique de la quantification de la fluorescence dans l’hippocampe et l’amygdale pour les 
groupes SHAM (n=5), CH (n=5) et CH+U (n=7). *Bonferroni (p<0.05) comparaison avec SHAM et CH+U. 
C. Dosage plasmatique de la NaF à l’aide d’un spectrofluoromètre. (p³0.05) 
 
Pour mesurer l’altération de la perméabilité de la BHE au niveau de l’amygdale et 
l’hippocampe, la concentration de NaF dans ces régions a été dosée. Au niveau de l’amygdale 
la fluorescence est significativement (F(2,15)=8.16; p<0.05) augmentée dans le groupe CH 
(100.0 ± 12.8)% en comparaison au groupe SHAM (165.2 ± 18.5)% et au groupe CH+U (112.2 ± 
7.9)%. La même tendance est observée pour l’hippocampe avec CH (100 ± 14.1)% 
significativement (F(2,14)=16.46; p<0.05) plus élevée que SHAM (177.5 ± 7.6)% et CH+U (129.5 
± 6.9)%. Les données sont rapportées en pourcentage du groupe SHAM (Figure 3). 
De plus, nous n’observons aucune différence significative entre les groupes pour le dosage de 
la NaF plasmatique (p³0.05).  
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3.3.2 Expression ICAM-1 et infiltration par neutrophiles après le CH 
 
Figure 6. Le traitement avec une uricase prévient une augmentation de l’expression de ICAM-1. 
Dosage de la concentration d’ICAM-1 dans l’amygdale et l’hippocampe par Western Blot dans le groupe SHAM 
(n=4), CH (n=4) et CH+U (n=4) 72h après la chirurgie. *Bonferroni (p<0.05) comparaison avec SHAM et CH+U. 
 
Après 72 h de reperfusion, dans l’amygdale, on observe une augmentation significative 
(F(2,31)=42.18; p<0.05) de l’expression de ICAM-1 dans le groupe CH (157.21 ± 5.49)% en 
comparaison au groupes SHAM (100.00 ± 4.57)% et CH+U (92.72 ± 6.32)%. Le même 
phénomène (F(2,25)=24.31; p<0.05) est observé au niveau de l’hippocampe avec CH (185.78 ± 
15.24)% en comparaison à SHAM (100.00 ± 7.452)% et à CH+U (89.53 ± 7.87)% (Figure 5). Les 
données sont exprimées en pourcentage du groupe SHAM. 
 
Figure 7. L’uricase prévient l’infiltration par les neutrophiles au niveau cérébral. 
Dosage de l’activité de la MPO dans l’amygdale et l’hippocampe dans le groupe SHAM (n=5), CH (n=6) et CH+U 
(n=5) 72h après la chirurgie. *Bonferroni (p<0.05) comparaison avec SHAM et CH+U. 
 
À 72 heures de reperfusion, dans l’amygdale, l’activité de la MPO dans le groupe CH (0.296 ± 
0.01) est significativement (F(2,11)=24.26; p<0.05) plus élevée que celle dans les groupes 
SHAM (0.177 ± 0.01) et CH+U (0.162 ± 0.03). Le même phénomène est observé pour 
l’hippocampe dans laquelle l’activité de la MPO dans le groupe CH (13.803 ± 0.413) est 
significativement (F(2,12)=21.09; p<0.05) plus élevé que les groupes SHAM (11.313 ± 0.934) et 
CH+U (9.277 ± 0.197) (Figure 6).  
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De plus, au niveau de l’amygdale, une corrélation est établie entre l’expression de ICAM-1 
(Figure 5) et l’activité de la MPO (Figure 6). Un test de Pearson r=0.759; p£0.05 nous permet 
de déterminer que plus l’expression de ICAM-1 augmente plus l’activité de MPO augmente. 
Au niveau de l’hippocampe, le test de Pearson (r=0.829; p£0.05) permet d’observer la même 
corrélation qu’au niveau de l’amygdale. 
3.3.3 Expression ICAM-1 et infiltration par neutrophiles suite à l’injection d’AU exogène en 
l’absence de choc hémorrhagique 
 
Figure 8. L’acide urique exogène augmente l’expression de ICAM-1. 
Dosage de la concentration d’ICAM-1 dans l’amygdale et l’hippocampe par Western Blot dans le groupe SHAM 
(n=4) et SHAM+AU (n=4) 24h après la chirurgie *(p<0.05). 
 
Notre analyse de l’expression de ICAM-1 dans l’amygdale montre une augmentation 
significative (F(1,24)=57.40; p<0.05) de l’expression de cette protéine dans le groupe 
SHAM+AU (198.40 ± 11.78)% par rapport au groupe contrôle (100 ± 6.56)% à 24 heures de 
reperfusion. La même tendance est observée dans l’hippocampe avec le groupe SHAM+AU à 




Figure 9. L’acide urique exogène augmente l’infiltration par les neutrophiles.  
Dosage de l’activité de la MPO dans l’amygdale et l’hippocampe dans le groupe SHAM (n=4) et SHAM+AU (n=6) 
24h après la chirurgie *(p<0.05). 
 
À 24 heures de reperfusion nous avons comparé les groupes SHAM et SHAM+AU. L’activité de 
la MPO est significativement (t(8)=-3.61; p<0.05) plus élevée dans le groupe SHAM+AU (0.068 
± 0.003) en comparaison au groupe SHAM (0.046 ± 0.005) au niveau de l’amygdale. Pour 
l’hippocampe, le même phénomène est observé avec le groupe SHAM+AU (5.133 ± 1.252) 
significativement (t(8)=-4.05; p<0.05) plus élevée que le groupe SHAM (0.062 ± 0.007) (Figure 
8). 
De plus, au niveau de l’amygdale, une corrélation est établie entre l’expression de ICAM-1 
(Figure 7) et l’activité de la MPO (Figure 8). Un test de Pearson r=0.751; p£0.05 nous permet 
de déterminer que plus l’expression de ICAM-1 augmente plus l’activité de MPO augmente de 
manière proportionnelle. Au niveau de l’hippocampe, le test de Pearson (r=0.919; p£0.05) 
permet d’observer la même corrélation significative qu’au niveau de l’amygdale.  
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3.4 Neuroinflammation 
3.4.1 Activation de l’astroglie (GFAP) et de la microglie (Iba1) 
 
Figure 10. L’uricase prévient l’activation des astrocytes. 
A. Dosage de GFAP par WB dans l’amygdale et l’hippocampe dans le groupe SHAM (n=10), CH (n=9) et CH+U (n=6) 
à 72h de reperfusion (p<0.05). *Games-Howell (p<0.05) comparaison avec SHAM et CH+U. 
B. Surface occupée par les colorations NeuN (neurones) et GFAP (astroglies) exprimées en pourcentage du groupe 
contrôle et co-coloration par immunofluorescence de NeuN (neurones) en rouge, GFAP (astroglies) en vert et 
DAPI (noyaux) en bleu pour les groupes SHAM (n=3), CH (n=3) et CH+U (n=4); Échelle= 50 µm. *Bonferroni 
(p<0.05) comparaison avec SHAM et CH+U. 
 
À 72h de reperfusion, il y a activation significative (F(2,48)=21.37; p<0.05) des astrocytes dans 
l’amygdale après le CH (158.87 ± 8.50)% en comparaison aux groupes SHAM (99.37 ± 2.19)% 
et CH+U (98.80 ± 5.14)%. La même activation est observée dans l’hippocampe (F(2,69)=18.03; 
p<0.05) avec CH à (150.48 ± 9.74)%, SHAM à (100.77 ± 1.58)% et CH+U à (103.65 ± 5.11)% 
(Figure 9).  
 
La même tendance est observée pour l’immunomarquage de NeuN et GFAP où il y activation 
de l’astroglie au détriment des neurones dans le groupe CH. La surface occupée par les 
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astrocytes exprimée en pourcentage du groupe contrôle est significativement plus élevée 
(F(2,7)=7.50 ; p<0.05) dans le groupe CH (158.89 ± 20.65)% en comparaison aux groupes SHAM 
(100.00 ± 15.86)% et CH+U (104.03 ± 2.78)%. De plus, la surface occupée par les neurones 
exprimée en pourcentage du groupe contrôle est significativement diminuée (F(2,7)=6.88 ; 
p<0.05) dans le groupe CH (69.93 ± 5.59)% en comparaison aux groupes SHAM (100 ± 7.02)% 
et CH+U (94.16 ± 5.09)% (Figure 9).  
 
Figure 11. L’uricase prévient l’activation de la microglie. 
A. Dosage de la concentration de Iba1 par WB dans l’amygdale et l’hippocampe pour les groupes SHAM (n=10), 
CH (n=9) et CH+U (n=6) 72h après la chirurgie (p<0.05). *Games-Howell (p£0.05) comparaison avec SHAM et 
CH+U. 
B. Co-coloration par immunofluorescence de Iba1 (microglie) vert et DAPI (noyaux) bleu pour les groupes SHAM 
(n=3), CH (n=3) et CH+U (n=5); Échelle=50 µm. *Bonferroni (p<0.05) comparaison avec SHAM et CH+U. 
 
À 72h de reperfusion, il y a activation significative (F(2,49)=14.79; p<0.05) de la microglie dans 
l’amygdale après le CH (160.06 ± 11.48)% en comparaison aux groupes SHAM (101.46 ± 5.12)% 
et CH+U (115.62 ± 7.44)%. La même activation (F(2,72)=25.45; p<0.05) est observée dans 
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l’hippocampe avec CH à (146.47 ± 6.42)%, SHAM à (100.25 ± 3.23)% et CH+U à (103.74 ± 5.70)% 
(Figure 10).  
La même tendance qu’avec les WB est observée pour l’immunomarquage de Iba1 où il y a plus 
grande activation de la microglie dans le groupe CH. En effet, un compte du nombre de cellules 
positives pour Iba1 et une expression en pourcentage du groupe contrôle, nous permet de 
détecter une augmentation significative (F(2,8)=6.44; p<0.05) dans le groupe CH (227.69 ± 
44.54)% en comparaison aux groupes SHAM (100.00 ± 22.02)% et CH+U (120.36 ± 24.01)% 
(Figure 10).  
3.4.2 Libération d’IL-1β dans le cerveau après CH 
 
Figure 12. L’uricase prévient une augmentation de l’IL-1β au niveau cérébral. 
Dosage de la concentration d’IL-1β par ELISA dans le cerveau à 24 heures de reperfusion pour les groupes SHAM 
(n= 10), CH (n= 7) et CH+U (n= 5); (p<0.05). *Bonferroni (p<0.05) comparaison avec SHAM et CH+U. 
 
La concentration d’IL-1β dans le groupe CH (106.26 ± 7.73) pg/ml est significativement 
(F(3,25)=3.01; p<0.05) plus élevée que celle dans les groupes CH+U (76.14 ± 13.26)pg/ml et 
SHAM (79.49 ± 7.73)pg/ml (Figure 11).  
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3.5 Apoptose dans le cerveau 
3.5.1 Activité de la caspase-3 et coloration TUNEL 
 
Figure 13. L’uricase prévient la mort cellulaire par apoptose. 
A. Mesure de l’activité de la caspase-3 par essai enzymatique fluorimétrique dans l’amygdale et l’hippocampe 
pour les groupes SHAM (n= 8), CH (n= 8) et CH+U (n= 6); (p<0.05). *Games-Howell (p<0.05) comparaison avec 
SHAM et CH+U. 
B. Coloration des noyaux (DAPI; bleu) et TUNEL (vert) pour détection de cellules apoptotiques dans les groupes 
SHAM (n=2); CH (n=2) et CH+U (n=2). Échelle=50 µm. Test du Khi-carré (p< 0.05). 
 
L’activité de la caspase-3 a été mesurée après 72 heures de reperfusion au niveau de 
l’amygdale et de l’hippocampe. Les données présentées correspondent à l’activité de la 
caspase-3 exprimée en pourcentage du groupe SHAM. Dans l’amygdale, on distingue une 
augmentation significative (F(2,37)=35.59;p<0.05) pour le groupe CH (194.60 ± 13.00)% en 
comparaison aux groupe SHAM (96.37 ± 4.28)% et CH+U (110.65 ± 6.02)%. La même tendance 
significative est observée au niveau de l’hippocampe (F(2,44)=16.84;p<0.05) où le groupe CH 
(196.25 ± 26.67)% est plus élevé que les groupe SHAM (99.73 ± 2.97)% et  CH+U (98.18 ± 8.31)% 
(Figure 12). 
Pour la coloration TUNEL, une différence significative entre les groupes (χ2 (ddl 2) = 359.98, phi 
0.176, ; p< 0.05) est détectée. Une partition selon Siegel et Castellan nous indique que le 
groupe CH 11.02 % de cellules TUNEL positives est significativement plus élevé que le groupe 
SHAM 1.99 % de cellules positives et le groupe CH+U 4.78 % de cellules positives (Figure 12).  
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3.5.2 Coloration au Fluorojade 
La co-coloration entre le Fluorojade et la protéine NeuN nous permet de détecter la proportion 
de neurones en dégénérescence en comparaison aux neurones totaux. 
 
Figure 14. L’uricase prévient la dégénérescence neuronale. 
Coloration au Fluorojade de cryosections de 15 μm d’épaisseur pour les groupes SHAM (n= 3), CH (n= 3) et CH+U 
(n= 3); (p<0.05). Bleu : DAPI (noyaux); Rouge : NeuN (neurones); Vert : Fluorojade; Échelle=50 µm. Ratio 
NeuN/DAPI pour quantifier la présence de neurone et ratio de FJ/NeuN pour quantifier la proportion de 
dégénérescence des neurones. *Bonferroni (p<0.05) comparaison avec SHAM et CH+U. 
 
Le compte des cellules positives pour NeuN nous permet de détecter une diminution 
significative (F(2,8)=5.88; p£0.05) dans le groupe CH (67.39 ± 6.75) % en comparaison au 
groupe SHAM (100.00 ± 5.62) %. Les données sont exprimées en pourcentage du groupe 
contrôle. Aucune autre différence n’est détectée entre les groupes. 
Les comptes des cellules positives pour FJ en rapport aux cellules positives pour NeuN nous 
permettent de détecter une diminution significative (F(2,8)=19.81; p£0.05) dans le groupe CH 
(235.33 ± 16.27) % en comparaison au groupe SHAM (100.00 ± 20.32) % et au groupe CH+U 





3.6 Tests de comportements 
3.6.1 Test de labyrinthe en croix surélevé 
Pour le test du labyrinthe en croix surélevée, nous avons considéré 2 facteurs pour les branches 
ouvertes et fermées : le nombre d’entrées et le temps passé dans chaque type de branche. Un 
nombre d’entrées augmentées ainsi qu’une augmentation du temps passé dans les branches 
fermées sont un signe de comportements anxieux (183). 
 
Figure 15. Résultats du test du labyrinthe en croix surélevée. 
Résultats obtenus pour la mesure de 4 paramètres dans le test du labyrinthe en croix surélevé.S : secondes. 
*Bonferroni (p<0.05) comparaison avec SHAM et CH+U. 
 
Pour les branches ouvertes, nous avons une diminution significative du nombre d’entrées 
(F(2,20)= 4.99; p£0.05) pour le groupe CH (4.99 ± 0.46) en comparaison au groupe SHAM (8.56 
± 0.47).  Une diminution significative du temps passé (secondes) dans les branches ouvertes 
(F(2,20)=10.87; p£0.05) est aussi détectée pour le groupe CH (76.57 ± 7.21), comparé aux 
groupes SHAM (164.11 ± 18.02) et CH+U (121.57 ± 7.40) (Figure 14). 
Pour les branches fermées, nous avons une augmentation significative d’entrées (F(2,20)=6.35; 
p£0.05) pour le groupe CH (10.86 ± 0.60) comparé au groupe SHAM (9.78 ± 0.52) et au groupe 
CH+U (8.14 ± 0.40).  Une augmentation significative (F(2,20)=11.65; p£0.05) du temps passé 
(secondes) dans les branches ouvertes pour le groupe CH (223.14 ± 7.32), comparé aux 





3.6.2 Test de nage forcée 
Pour le test de nage forcée, 4 paramètres ont été évalués : le temps d’immobilité, le temps 
d’échappement, le temps de nage et le temps de délai à la première immobilité.  
 
Figure 16. Résultats du test de nage forcée.  
Évaluation de 4 paramètres (immobilité, échappement, nage et délai immobilité) sur vidéo d’une durée totale de 
5 minutes. (p<0.05). S : secondes. *Bonferroni (p<0.05) comparaison avec SHAM et CH+U. 
  
Pour le temps total d’immobilité aucune différence significative est observée entre les groupes 
(p>0.05). 
Pour le temps (secondes) d’échappement une diminution significative (F(2,20)=13.46; p£0.05) 
dans le groupe CH (65.14 ± 3.43) est détectée, comparé aux groupes SHAM (107.22 ± 6.54) et 
CH+U (102.57 ± 7.39) (Figure 15).  
Le temps (secondes) de nage est significativement augmenté (F(2,20)=8.23; p£0.05) dans le 
groupe CH (214.29 ± 5.81), comparé aux groupes SHAM (159.89 ± 12.37) et CH+U (172.86 ± 
7.58).  
Le délai (secondes) jusqu’à la première immobilité est significativement diminué 
(F(2,20)=13.81; p£0.05) dans le groupe CH (28.71 ± 2.85), comparé aux groupes SHAM (44.78 
± 3.04) et CH+U (52.29 ± 3.35) (Figure 15). 
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3.6.3 Test d’interaction sociale 
Pour le test d’interaction sociale, nous avons mesuré 3 facteurs : le temps d’interaction en 
secondes, le nombre de redressements et le nombre de toilettages. 
 
Figure 17. Résultats du test d’intéraction sociale.  
Évaluation de 3 paramètres (temps d’interaction, nombre de redressements et nombre de toilettages) dans le 
test d’intéraction sociale pour le groupe SHAM (n=9), CH (n=7) et CH+U (n=7). *Bonferroni (p<0.05) comparaison 
avec SHAM et CH+U. 
 
Pour le temps d’interaction sociale et le nombre de redressements, nous n’observons aucune 
différence significative entre les groupes p>0.05. Pour le nombre de toilettage une 
augmentation significative (F(2,20)=17.00; p£0.05) a été mesurée dans le groupe CH (4.00 ± 
0.49), comparé aux groupes SHAM (1.44 ± 0.29) et CH+U (1.57 ± 0.20) (Figure 16).  
3.7 Analyse de la corticostérone plasmatique 
 
Figure 18. Concentration de corticostérone plasmatique au sacrifice.  
Dosage de la concentration plasmatique de corticostérone 3 semaines après la chirurgie. 
 
Pour le dosage de la corticostérone plasmatique nous n’observons aucune différence 
significative entre les groupes, au moment du sacrifice p>0.05 (Figure 17)
4 Discussion 
Nos résultats illustrent l’implication de l’AU augmenté en circulation après le CH (7) et son 
impact sur le SNC, plus précisément sur le système limbique. En effet, son rôle sur la BHE, la 
neuroinflammation et l’apoptose dans le contexte d’ischémie-reperfusion sont démontrés 
dans notre modèle murin de CH réanimé. De plus, nos observations structurelles et 
moléculaires se traduisent chez les animaux par une altération des comportements avec une 
augmentation particulière de l’anxiété et la dépression, prévenue par une intervention sur l’AU 
circulant à l’aide d’une uricase donnée au moment de la reperfusion.  
4.1 Données hémodynamiques 
Tel que rapporté par des publications préalables utilisant notre modèle (7), les valeurs 
hémodynamiques (pression et bpm) sont uniformes dans tous les groupes. De plus, durant la 
période d’ischémie (choc hémorragique), il n’y a pas de différence marquée dans la pression 
sanguine moyenne et dans la fréquence cardiaque pour les groupes CH et CH+U. Le 
pourcentage du volume sanguin prélevé utilisé pour la reperfusion est aussi similaire pour les 
groupes CH et CH+U, ainsi que la quantité de cristalloïdes administrés. La seule intervention 
(uricase), qui vient spécifiquement diminuer l’AU circulant (7), n’influence pas les données 
hémodynamiques dans le groupe CH+U.  
4.2 Validité du traitement avec l’uricase 
Le traitement avec l’uricase constitue une avenue intéressante, car il peut être facilement 
transposé en clinique. En effet, l’uricase peut être donnée aux patients à leur arrivée à l’hôpital 
conjointement aux fluides de reperfusion sans nécessiter un prétraitement. Cela justifie aussi 
notre choix d’utiliser l’uricase plutôt que l’allopurinol qui empêcherait la production d’AU au 
lieu de le métaboliser (79).  
De plus, nous avons préalablement démontré, au niveau d’autres organes (poumons, foie et 
reins) que l’utilisation d’une uricase permet de prévenir les lésions après le CH (7,184). Ces 
évidences nous permettent de confirmer que les changements observés, impliquent 
spécifiquement l’AU, supportant son rôle dans l’atteinte du SNC après le CH. De plus, notre 
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traitement (uricase) vient proposer une nouvelle vision sur les lésions de reperfusion en ne 
mettant pas le blâme sur la reperfusion en général, mais plutôt en ciblant un acteur spécifique, 
l’acide urique. De plus, nous ne réduisons pas le volume utilisé pour la reperfusion tel que par 
l’utilisation de vasopresseurs (33), mais nous venons plutôt modifié spécifiquement la 
concentration d’un médiateur circulant. 
Notre modèle et l’utilisation d’une stratégie venant « détruire » l’acide urique est à mettre en 
contraste avec la littérature sur l’AVC, qui suggérait un rôle bénéfique de l’AU. En effet, en 
contexte d’IR cérébrale locale l’AU peut avoir un rôle protecteur contre les déficits cognitifs 
(83). De plus, une étude in vitro à démontrer l’implication de l’AU dans la neuroprotection et 
la survie neuronale (185). Finalement, l’AU est aussi impliquée dans une diminution de la taille 
de l’infarctus causé par l’AVC (185). Dans notre modèle, d’IR systémique les données obtenues 
viennent contredire cette littérature en démontrant un effet néfaste de l’AU au niveau 
cérébral. Afin de confirmer le fonctionnement adéquat de l’uricase dans notre modèle, il aurait 
pu être pertinent de doser l’allantoïne. Par contre, l’uricase utilisée (Fasturtec Rasburicase) a 
déjà fait ses preuves en clinique (8). Nous nous sommes donc contentés de démontrer son 
efficacité à réduire l’AU circulant dans un modèle de CH.  
4.3 Atteinte structurale cérébrale après le choc hémorragique 
L’atteinte cérébrale causée par le choc hémorragique est un phénomène bien décrit dans les 
modèles précliniques (19,148,174,186), mais peu investigué pour ses conséquences cliniques 
à long terme. De plus, peu d’études se sont intéressées à des régions spécifiques du SNC, 
seulement quelques études se sont intéressées à l’hippocampe (148) à cause de sa sensibilité 
particulière à l’ischémie (115,187). Ce travail permet de mettre en avant différentes atteintes 
structurelles du SNC, au niveau du système limbique, et leur impact sur la qualité de vie des 
individus touchés en liant ces atteintes aux altérations comportementales. Notre intérêt 
particulier pour le SL, plus particulièrement pour l’amygdale et l’hippocampe, vient de la 
sensibilité accrue à l’ischémie de ces deux régions clés du cerveau (115,188,189). 
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4.3.1 Atteinte de la barrière hématoencéphalique 
Nous nous sommes d’abord intéressés à l’atteinte de la perméabilité de la BHE à cause de son 
implication dans diverses maladies neuroinflammatoires telles que la maladie d’Alzheimer’s 
(190), le Parkinson’s (191) et les syndromes métaboliques tels que le diabète (192). De plus, il 
s’agit de la première structure atteinte du parenchyme cérébral à cause de son contact étroit 
avec la circulation sanguine systémique. En effet, l’AU est un médiateur inflammatoire 
provenant de la lésion ischémique d’organes autre que le cerveau tel le foie, les intestins et 
l’endothélium (67), il devra donc passer la BHE pour avoir des effets sur le système nerveux 
central.  
Le rôle de l’ischémie-reperfusion dans l’altération de la perméabilité de la BHE est un bien 
connu autant dans l’AVC (IR cérébrale locale) (171,193,194) que dans des modèles de CH (IR 
systémique) (174,195). L’ischémie altère l’expression et la fonctionnalité des protéines de 
jonctions (171) ainsi que le transport transcellulaire (196) par les cellules endothéliales 
composant la BHE favorisant ainsi le passage de substances potentiellement nocives dans le 
parenchyme cérébral. Une diminution des protéines de jonctions impliquées (ZO-1, Cldn-5 et 
occludine) est rapportée autant dans un modèle d’AVC et que de CH (42,43). Dans notre 
modèle, nous avons observé les mêmes phénomènes d’altération de la BHE que d’autres 
auteurs (174) à l’aide de la NaF. Nous nous intéressons spécifiquement à l’amygdale et 
l’hippocampe à cause de leur sensibilité à l’ischémie (187,197) et leur rôle central dans la 
régulation des comportements (198).  
La NaF est une molécule de petite taille et soluble dans le sang, donc son passage au niveau 
cérébral après le CH est signe d’une altération minimale de la BHE (172). Une altération plus 
importante aurait pu être testée afin de détecter le passage de molécules plus grandes, en 
utilisant le BE qui peut former des complexes avec l’albumine lui conférant un poids 
moléculaire plus élevé (172). Sachant que le NaF a un poids moléculaire de 376.3 Da (172), le 
poids moléculaire de l’AU (168 Da), plus faible, lui permet également de passer la BHE (67,181). 
Nous avons également confirmé l’augmentation de la concentration d’AU au niveau de 
l’amygdale et de l’hippocampe pour le groupe CH. De plus, l’atteinte de la barrière endothéliale 
et l’efficacité d’un traitement à l’aide d’une uricase pour réduire cette altération a été 
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confirmée au niveau pulmonaire pour les cas de syndrome de détresse respiratoire (199). 
L’augmentation d’AU au niveau cérébral est due presqu’exclusivement au passage d’AU 
circulant dans le parenchyme, car les cellules cérébrales produisent rarement de l’AU, à cause 
de l’absence de l’enzyme xanthine oxidase au niveau du SNC (200). La littérature mentionne 
également une expression accrue de la xanthine oxidase par les ECs au niveau cérébral 
favorisée par une altération de la perméabilité de la BHE dans les cas d’ischémie (201). 
L’augmentation de l’AU dans le parenchyme cérébral a également été rapportée après une 
ischémie locale (202). 
En plus de l’effet de l’ischémie seule, l’implication de l’AU dans la dysfonction endothéliale a 
été démontrée à plusieurs reprises in vitro et in vivo (169,180,203). Par contre, ces modèles 
ciblent généralement les vaisseaux sanguins en général sans s’intéresser précisément à la BHE. 
Des modèle d’AVC ont suggéré un effet bénéfique de l’AU (exogène) sur la BHE, diminuant 
ainsi la taille des lésions cérébrales (83,87,204). Dans notre modèle, le rôle de l’AU semble être 
en faveur d’une altération de la perméabilité de la BHE, car sa destruction par l’uricase permet 
de prévenir une augmentation de la perméabilité après le CH. Nos résultats ne se rapportent 
donc pas à la littérature sur l’AVC, mais il est important de noter que l’AVC n’a pas les mêmes 
effets systémiques que le CH ce qui pourrait expliquer la divergence dans les résultats obtenus. 
De plus, l’AU circulant augmenté peut entraîner la libération de protéine C-réactive entraînant 
une réponse inflammatoire systémique favorisant la transition d’agent antioxydant à agent 
prooxydant  (203) augmentant ainsi les risques de lésions endothéliales. 
Un autre impact connu de l’AU sur l’endothélium est l’augmentation de l’expression de 
molécules d’adhésion ICAM-1, démontrée in vitro (170), qui semble un mécanisme in vivo 
probable vu sa circulation intravasculaire. Dans notre modèle d’IR, nous avons donc confirmé 
l’implication de l’AU circulant dans l’augmentation de l’expression de ICAM-1 au niveau 
cérébral ; la destruction de l’AU circulant prévient ce phénomène. L’augmentation de 
l’expression de ICAM-1 au niveau de l’endothélium de la BHE est problématique, car elle peut 
mener au bris de l’exclusivité immunitaire du SNC en favorisant le recrutement de cellules 
inflammatoires systémiques (149,164). Une voie de signalisation possible pour expliquer cette 
augmentation d’ICAM-1 est celle du TLR4 activant l’inflammasome NLRP3. L’AU peut se lier au 
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TLR4 et mener à son activation pour libérer d’autres alarmines (101,169). Par le TLR4, 
l’activation de l’inflammasome NLRP3 peut aussi entraîner une augmentation de l’expression 
de la protéine ICAM-1 par les cellules endothéliales (72). 
Donc, une combinaison de l’IR et de l’augmentation de l’AU circulant altère grandement 
l’étanchéité de la BHE en portant atteinte à la fois à l’intégrité de l’endothélium et à la capacité 
de la BHE à maintenir l’exclusivité immunitaire. 
4.3.2 Atteinte neuroinflammatoire du parenchyme cérébral 
Étant-donné l’atteinte de la BHE par l’AU circulant, ceci peut avoir un impact sur la 
neuroinflammation au travers de deux phénomènes : en favorisant le recrutement de cellules 
inflammatoires systémiques et en activant les cellules inflammatoires résidentes.  
Nous avons démontré l’implication de l’AU dans l’augmentation de l’expression de ICAM-1 qui 
permet l’adhésion et la migration transendothéliale des neutrophiles via la protéine spécifique 
LFA-1 (50,166). Pour mesurer la concentration de neutrophiles dans l’amygdale et 
l’hippocampe nous avons mesurer l’activité de la MPO qui est corrélée avec le nombre de 
neutrophiles (182). Nous nous sommes intéressés aux neutrophiles, car ils sont le type 
cellulaire systémique le plus commun au niveau cérébral (134,137) et sont neurotoxiques 
(137). Nos résultats démontrent que cibler spécifiquement l’AU circulant permet de diminuer 
l’expression cérébrale d’ICAM-1 et du fait même l’infiltration neutrophilaire. Une activité 
augmentée de la MPO après le CH avait été rapportée dans une étude par Eser et al. (20). De 
plus, nous avons préalablement démontré rôle de l’AU dans l’infiltration par les neutrophiles 
au niveau des poumons et des reins dans notre modèle (7).  
Donc, l’AU favorise l’expression de ICAM-1 qui à son tour facilite l’infiltration du parenchyme 
cérébral par les neutrophiles en réponse à la neuroinflammation. 
Nous nous sommes ensuite intéressés à deux types de cellules inflammatoires résidentes au 
SNC, soit les astrocytes et la microglie.  
Pour les astrocytes, l’expression de la protéine spécifiques GFAP a été mesurée dans le tissus 
cérébral par WB et par IF (120,124). Nous avons constaté une augmentation significative de 
l’expression de GFAP suite au CH, correspondant à une activation des astrocytes au niveau du 
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tissu cérébral. Cette même activation et hyperplasie des astrocytes après CH avaient 
préalablement été détectées par IF dans un modèle de CH chez le porc et chez le rat (145,205). 
Les astrocytes sont reconnus pour leur capacité de réparation dans le SNC formant une 
cicatrice astrogliale. Ce type de cicatrisation étant fréquemment observé près du site infarci 
dans l’AVC, il est plausible de l’observer dans le cerveau après le CH (133), plus 
particulièrement au niveau de l’hippocampe qui est une région reconnue pour sa sensibilité à 
l’IR (187). Dans notre modèle, une diminution significative des neurones après CH (coloration 
spécifique par NeuN), joint à une augmentation de la surface occupée par les astrocytes, vient 
appuyer le fait que les astrocytes sont activés par le CH. L’intervention diminuant la circulation 
d’AU (uricase) (7) et sa pénétration dans le parenchyme cérébral permet de prévenir 
l’activation astrogliale. Les astrocytes peuvent aussi être activés en réponse à l’altération de la 
BHE, car ils tentent de compenser les lésions endothéliales et de maintenir l’intégrité de la  
barrière (158,197–200).  
L’activation des astrocytes peut être favorisée par l’activation de la microglie. Pour l’étude des 
cellules microgliales activées, nous avons ciblé la protéine Iba1 (132,209). La microglie est un 
type cellulaire ayant des fonctions similaire aux macrophages à cause de leur origine 
embryologique commune et qui peut libérer des cytokines pro-inflammatoires (114,202-204). 
Dans notre modèle, nous observons une augmentation significative de l’expression de Iba1, 
signifiant une activation et une prolifération microgliale (209). L’intervention avec une uricase 
prévient l’activation de la microglie. L’activation de la microglie peut passer par divers 
mécanismes tels la reconnaissance de PAMPs ou de DAMPs (118). Dans notre cas, le passage 
de l’AU vers le cerveau est fort probablement responsable (4,181). Nous pensons également 
que la stimulation de l’inflammasome de la microglie (71,211) produisant de l’IL-1b (212), dont 
nous avons démontré l’augmentation dans le parenchyme cérébral, peut contribuer à cette 
activation.  
La libération d’IL-1b, une cytokine pro-inflammatoire, par la microglie activée augmente dans 
le groupe CH et est entre autres impliqué dans l’activation des astrocytes pour la formation de 
la cicatrice astrogliale (213). L’IL-1b peut aussi favoriser le recrutement de neutrophiles lors 
d’une réponse inflammatoire massive telle qu’après une IR (136,137). Une autre étude a 
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également démontré le rôle central de l’IL-1b dans l’initiation d’une réponse 
neuroinflammatoire par l’injection de cette cytokine directement dans le cerveau (214). La 
microglie est donc participante centrale dans la réponse neuroinflammatoire, car elle est 
directement activée par l’AU et produit l’IL-1b qui joue un rôle dans l’activation des astrocytes 
et dans le recrutement des cellules inflammatoires systémiques. 
Nous pouvons donc conclure que l’AU circulant active l’expression de ICAM-1 au niveau de 
l’endothélium, tout en pénétrant dans le parenchyme cérébral suite au CH, activant ainsi 
l’inflammasome (NLRP3) de la microglie favorisant la libération d’IL-1b. Cette cytokine et le 
contexte inflammatoire favorisent le recrutement de neutrophiles et la formation de la 
cicatrice astrogliale.  
4.3.3 Effet de l’acide urique sur l’apoptose dans le cerveau 
L’IR ainsi que la réponse inflammatoire s’en suivant peuvent causer la mort cellulaire des 
neurones au niveau du système limbique ce qui est problématique, car le système limbique 
comprend plusieurs circuits neuronaux régulant les comportements (215). Le rôle du CH dans 
l’initiation de la réponse apoptotique au niveau cérébral est bien détaillé dans la littérature 
(20,146,148,216). Cependant, des conclusions contradictoires décrivent l’effet de l’AU sur la 
mort cellulaire dans le cerveau après l’IR. Certaines études dans des modèles d’AVC ont 
démontré une diminution de la mort cellulaire suite à un traitement avec de l’AU (83,87,217), 
alors que d’autres montrent un effet néfaste par exacerbation de la réponse inflammatoire et 
du stress oxydatif (202). 
Nos données démontrent une augmentation significative de l’apoptose, par une augmentation 
de l’activité de la caspase-3 et de cellules TUNEL-positives dans le parenchyme cérébral suite 
au CH, prévenue par l’uricase. De plus, l’apoptose semble touché majoritairement les 
neurones, tel que démontré par les résultats d’immunofluorescence. En effet, la quantité de 
neurones positifs pour le FJ, permettant de détecter les neurones en dégénérescence (218), 
est augmentée après le CH. Une explication possible de l’action de l’AU, dans l’initiation de 
l’apoptose, serait via la libération d’IL-1b par la microglie (211). En effet, l’IL-1b est reconnu 
pour son rôle dans l’initiation de lésions cérébrales secondaires après une IR (219). Le rôle pro-
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apoptotique de l’ IL-1b  est secondaire à l’activation de la C1 une protéine de la cascade de 
signalisation de l’inflammasome NLRP3 (220). De plus, conjointement à l’activation de 
l’inflammasome, la C8 peut réguler le clivage de la pro-IL-1b et activer l’apoptose via la 
caspase-3 (97). Nous avons démontré précédemment l’action de l’AU sur l’activité de la 
caspase-8 et dans l’initiation de l’apoptose au niveau d’autres organes tel que les poumons et 
les reins (7). 
L’AU peut aussi être impliqué en jouant sur la voie intrinsèque de l’apoptose, c’est-à-dire en 
causant des dommages mitochondriaux (139). En effet, une étude effectuée sur des cellules 
rénales a démontré un rôle de l’AU dans la production de ROS menant ainsi à l’apoptose via la 
voie intrinsèque (221). De plus, dans un modèle d’IR cérébrale locale, il a été démontré que 
l’AU favorise le stress oxydatif et l’apoptose (222).  
Comme dans d’autres organes, la circulation d’AU peut participer à l’induction de l’apoptose, 
nous avons donc décidé de pousser plus loin en étudiant l’effet de l’AU au niveau du cerveau 
afin de voir les conséquences de la mort neuronale dans le système limbique sur l’altération 
des comportements. 
4.4 Développement de comportements anxieux après le choc hémorragique 
À cause de la réponse inflammatoire et apoptotique au niveau du SL causée par la circulation 
d’AU, la suite de ce projet est de regarder les conséquences comportementales à long terme. 
Peu d’études se sont intéressées à l’impact d’une atteinte cognitive après le CH sur la qualité 
de vie des patients malgré des lésions cérébrales importantes. Quelques études cliniques ont 
décrit une augmentation de la fatigue et de l’anxiété chez les patients avec polytrauma 
(45,102), mais les causes sous-jacentes ont rarement été étudiées. L’impact de l’atteinte 
neuroinflammatoire et apoptotique au niveau du système limbique (amygdale et 
hippocampe), dans notre modèle, se traduit par le développement de comportements 
anxieux, dont les symptômes s’apparentent aux observations cliniques. En effet, les structures 
cérébrales (amygdale et hippocampe) ciblées par notre étude sont reconnues pour leur 
implication dans le développement de l’anxiété. De plus, l’augmentation de la concentration 
d’IL-1b au niveau cérébral a été corrélée avec une augmentation de l’anxiété (223). 
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L’amygdale est une région de la matière grise comportant des connections avec plusieurs 
autres régions. Des lésions au niveau de l’amygdale peuvent donc avoir des effets variés tel le 
développement de comportements dépressifs et anxieux ; les animaux deviennent souvent 
plus craintifs et agressifs (224). En effet, plusieurs circuits neuronaux importants passent au 
niveau de l’amygdale. L’amygdale contient entre autres ce qu’on appelle le circuit de l’anxiété. 
En effet, la réponse à un stimuli aversif prends fréquemment son origine dans l’amygdale. Pour 
réguler cette réponse, l’amygdale regroupe plusieurs interneurones inhibiteurs relâchant du 
GABA (225). Nos données démontrent une inflammation et une mort cellulaire importante qui 
peuvent interférer avec les circuits neuronaux et mener à une hyperexcitabilité de l’amygdale. 
Une approche pour confirmer cette hypothèse serait d’utiliser de la microdialyse cérébrale afin 
de doser la quantité de GABA au niveau cérébral pour détecter sa diminution causée par des 
lésions neuronales (226).  
L’hippocampe est surtout connu pour son rôle dans la mémoire, sa lésion pourrait donc avoir 
un effet divergent de celui sur l’amygdale (227). Dans nos études pilotes (n=4/groupe), nous 
avons effectué le test de reconnaissance d’un nouvel objet (228) et d’évitement passif (229) 
qui permettent une détection des problèmes de mémoire, mais ne notions pas de différence 
entre les groupes. Le CH seul ne vient donc pas à lui seul influencer la mémoire des individus 
ayant été touchés par un polytrauma (217). Pour le test de reconnaissance d’un nouvel objet, 
l’absence de différence entre les groupes peut être plausible, car il a été préalablement 
démontré dans la littérature que les rats avec lésions permanente de l’hippocampe ne 
présentent pas de différence avec des rats SHAM pour ce test (228). Par contre, l’hippocampe 
est aussi impliqué dans le développement de l’anxiété. Il a été démontré qu’une structure 
anormale de l’hippocampe peut être corrélée avec l’anxiété chronique chez l’humain (230). 
Une lésion de l’hippocampe dans un modèle primate induit également une augmentation des 
comportements anxieux et une activation de l’HPA (231,232). Dans notre modèle, nous 
constatons de l’inflammation et de l’apoptose au niveau de l’hippocampe. Ceci est exprimé 
par un comportement anxieux exacerbé. 
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4.4.1 Atteinte comportementale : interprétation des tests utilisés 
Les trois tests que nous avons utilisés sont reconnus pour leur efficacité à détecter l’anxiété et 
la dépression chez les rongeurs : le test du labyrinthe en croix surélevée (183,233,234), le test 
de nage forcée (235–237) et le test d’interaction sociale (238,239). 
Le test du labyrinthe en croix surélevé est considéré comme valide pour mesurer l’anxiété chez 
le rat (183,233,234). Plusieurs facteurs peuvent influencer les résultats obtenus, dont le 
labyrinthe en soi avec plusieurs variables telles, la hauteur, la présence de barrières le long des 
branches ouvertes, etc (233). L’utilisation d’un labyrinthe standard de marque Panlab permet 
de minimiser la variabilité due à l’équipement. Peu d’études se sont intéressées aux 
conséquences comportementales du CH. Par contre, le test du labyrinthe en croix surélevé a 
été utilisé à quelques reprises dans l’AVC (240,241). Une étude chez la souris démontre une 
augmentation du temps passé dans les branches fermées pour le groupe AVC, démontrant une 
augmentation des comportements anxieux (240). Chez le rat, l’IR cérébrale locale induit aussi 
une diminution significative du temps passé et du nombre d’entrées dans les branches 
ouvertes pour le groupe IR (242). Un autre article reporte une absence de différence dans le 
pourcentage de temps passé dans les branches ouvertes pour le groupe AVC en comparaison 
au groupe SHAM (241). Dans notre modèle de CH, nous avons observé une diminution 
significative du nombre d’entrées et du temps passé dans les branches ouvertes et une 
augmentation significative du nombre d’entrées et du temps passé dans les branches fermées 
(Figure 14). Toutes ces observations concordent avec le développement de comportements 
anxieux dans le groupe CH (234) et suivent ce qui a été observé dans les modèles murin d’IR 
cérébrale. 
Le test de nage forcée est surtout utilisé pour la détection de la dépression, fréquemment 
associée à l’anxiété chronique chez l’humain (237,243). Dans l’AVC,  le test de nage forcée 
permet de détecter une augmentation des comportements anxieux avec une immobilité 
augmentée (240,244). Dans notre modèle de CH, nous n’avons pas de différence pour le temps 
d’immobilité entre les groupes. Par contre, nous avons des différences pour le temps 
d’échappement et la latence à la première immobilité qui sont plus faible suite au CH. Une 
diminution du temps d’échappement peut être signe d’une diminution de la 
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neurotransmission par la norépinéphrine (NE) (245). Une diminution de la NE est aussi reliée 
à une diminution du délai à la première immobilité (246). La libération de NE passe par des 
signaux au niveau de l’amygdale donc les lésions observées pourrait expliqué nos observations 
(247). Nous avons aussi une augmentation du temps de nage pour le groupe CH, qui est dû à 
la diminution du temps d’échappement ; lieu de tenter de s’échapper les rats CH nagent, ce 
qui permet de démontrer l’absence de différence locomotrice entre nos animaux. Les résultats 
obtenus avec le test de nage forcée pointent plus vers une diminution de la libération de NE 
et donc une augmentation des comportements dépressifs (248). Par contre, l’anxiété et la 
dépression sont des problèmes fréquemment liés (243). De plus, la signalisation par la NE 
passe en grande partie par l’amygdale (249) donc l’atteinte inflammatoire et apoptotique de 
cette région pourrait expliquer les comportements dépressifs secondaires. Il serait donc 
intéressant de doser la NE au niveau de l’amygdale pour confirmer le lien entre les atteintes 
structurelles et les résultats du test de nage forcée obtenus. 
Le test d’interaction sociale est aussi fréquemment utilisé pour mesurer la dépression et dans 
certains cas l’anxiété (238,239). En effet, la dépression est souvent mesurée en calculant le 
temps d’interaction diminué (189,250), mais dans notre modèle nous n’observons aucune 
différence entre les groupes pour ce paramètre. Cependant, nous avons noté une différence 
significative dans le nombre de toilettages, signe d’inconfort (comportements anxieux), chez 
les animaux (238,239).  
Pris dans leur globalité, nos résultats obtenus en tests de comportements démontrent une 
augmentation de l’anxiété et possiblement de la dépression des animaux qui corrèlent avec 
les atteintes parenchymateuses qui sont prévenues par le traitement d’uricase. Les atteintes 
comportementales suivent donc les résultats obtenus pour l’inflammation et l’apoptose au 
niveau du système limbique. L’AU peut aussi se lier au TLR4 dont l’expression augmentée est 
reliée au développement de comportements anxieux et dépressifs chez la souris (251). Il est 
important de noter que pour le modèle murin les tests utilisés pour mesure l’anxiété et la 
dépression sont fréquemment communs, il est donc difficile de distinguer ces deux atteintes 
comportementales observées de manière conjointe chez l’humain.  
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4.4.2 Circulation de corticostérone 
Étant-donné que la corticostérone est la principale hormone impliquée dans le stress et 
l’anxiété (107), nous avons dosée son niveau plasmatique. Malgré une tendance 
d’augmentation pour le groupe CH, nous n’observons aucune différence entre les groupes. 
Cette absence de distinctions pour la corticostérone malgré une augmentation de l’anxiété 
pourrait être influencée par divers facteurs. Une première explication est le transport des 
hormones stéroïdiennes par des compartiments sur les globules rouges qui sous-estime son 
niveau réel. Lors de la collecte du plasma, la centrifugation élimine les globules rouges et donc 
une partie de la corticostérone plasmatique pourrait être perdue de cette manière (252). De 
plus, le délai entre la chirurgie (élément induisant le stress) et la collecte du plasma pour 
mesure de la corticostérone est possiblement trop long avec 21 jours. En effet, une étude par 
Vogel et al. montre que l’augmentation la plus significative de corticostérone est 14 jours après 
le stress (253). Un autre facteur pouvant augmenter la corticostérone chez les animaux est la 
réalisation de test comportementaux, donc cette augmentation est uniforme entre les 
groupes. Pour optimiser cette mesure il aurait donc été préférable d’effectuer un prélèvement 
deux semaines après la chirurgie, avant l’administration de tests comportementaux. 
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Figure 19. Résumé du mode d’action de l’acide urique dans le développement de lésions cérébrale secondaires 
après le choc hémorragique. 
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4.5 Conclusions et perspectives d’expériences futures 
Pour conclure, nos résultats confirment notre hypothèse que l’AU joue un rôle important dans 
l’augmentation de la perméabilité de la barrière hématoencéphalique et de la 
neuroinflammation au niveau du système limbique. De plus, l’atteinte du système limbique se 
traduit par une altération des comportements avec une augmentation de l’anxiété et de la 
dépression chez les animaux après le CH. L’efficacité de notre intervention pour empêcher 
l’augmentation de l’AU post-CH est démontrée tant au niveau structurel que fonctionnel chez 
notre modèle. 
La suite de ce projet serait de tester l’efficacité du traitement dans un modèle animal plus 
grand ayant plus de similitudes physiologiques avec l’humain tel que le porc. L’AU circulant 
chez les patients atteints de CH est actuellement dosé afin de déterminer si nos observations 
pourraient être transposées dans un contexte clinique. De plus, nos données pré-cliniques 
démontrent une implication importante de l’AU dans des lésions cérébrales pourraient mener 
à des études s’intéressant au développement de lésions cérébrales dans d’autres pathologies 
touchant le SNC.
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